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Auf der Leiter der Evolution haben jene Spezies 
überlebt und konnten gedeihen, die sich an die 
Veränderungen der Umwelt am besten anpassen 
konnten. Die Beweglichkeit des Geistes kann uns helfen, 
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Sigmafaktoren sind Untereinheiten der RNA-Polymerase (RNAP), die spezifische Promotor-
sequenzen auf der DNA binden und damit die Promotorerkennung der RNAP kontrollieren. 
E. coli hat neben dem vegetativen Sigmafaktor σ70 (RpoD) sechs alternative Sigmafaktoren, 
die unterschiedliche Klassen von Promotoren erkennen und so unterschiedliche Antworten 
auslösen. σs (RpoS) ist der Masterregulator der generellen Stressantwort und kontrolliert ein 
hochkomplexes Regulon, zu dem mehr als 500 Gene gehören.  
In ungestressten Zellen ist die σs-Synthese gering und σs wird nach Bindung durch den 
Response-Regulator RssB, einen spezifischen σs-Erkennungsfaktor, durch die ClpXP-
Protease unter ATP-Verbrauch degradiert. Dazu wird σs 1 : 1 an phosphoryliertes RssB 
(RssB-P) gebunden, was zu einer σs-Konformationsänderung führt, die eine Bindung an ClpX 
erlaubt, welches σs entwindet und ins Innere der ClpP-Protease transloziert, wo es degradiert 
wird. RssB-P wird dabei nicht codegradiert, sondern abgelöst und kann, da es nicht 
dephosphoryliert wird, sofort das nächste σs-Molekül binden und dem Abbau zuführen. In der 
vorliegenden Arbeit wird untersucht, wie in gestressten Zellen die Synthese von σs zunimmt 
und die Proteolyse inhibiert wird. Dadurch steigt die σs-Konzentration stark an, σs kann sich 
in der Konkurrenz mit anderen Sigmafaktoren um Bindung an das RNAP-Kernenzym besser 
durchsetzen, wobei σs auch durch Bindung an die RNAP vor dem Zugriff durch RssB-P 
geschützt und dadurch stabilisiert wird.  
Die zentrale Fragestellung dieser Arbeit war, wann und wodurch σs im Verlauf des 
Wachstumszyklus in den beiden E. coli K12-Laborstämmen W3110 und MC4110 stabilisiert 
wird. Dafür wurden die σs-Halbwertszeiten und der σs-Gehalt gemessen. Zudem wurden der 
ATP-Gehalt sowie die zellulären Konzentrationen von Rsd und Crl, d.h. von Proteinen, die 
die Bildung von σs-RNAP unterstützen, bestimmt und untersucht, ob einer dieser Faktoren die 
σs-Proteolyse limitiert. Ergänzend wurde der Einfluss von Biosynthese und Proteolyse von σs 
auf den σs-Gehalt und auf die Kompetitionseffizienz von σs um das RNAP-Kernenzym 
untersucht. 
Die Ergebnisse zeigen, dass die Verfügbarkeit von RssB-P und das Verhältnis von 
σs : RssB-P die zentralen Schlüssel bei der Regulation des σs-Gehalts durch Proteolyse sind. 
In ungestressten Zellen sind die geringen Konzentrationen von σs und RssB-P fein 
aufeinander abgestimmt (die Expression von RssB ist selbst σs-abhängig und braucht daher 




der postexponentiellen Wachstumsphase steigt der σs-Gehalt stark an, der RssB-Gehalt folgt 
zunächst, kann aber nicht weiter Schritt halten, sobald die maximale Aktivierungsrate des 
rssAB-Promoters erreicht ist, sodass die Zellen schließlich mit σs “überschwemmt“ werden 
und RssB-P austitriert wird. Durch Phosphordonorentzug (die RssB-phosphorylierende 
Sensorkinase ArcB wird mit sinkendem Nährstoffgehalt inaktiviert) liegt RssB in der SP 
überwiegend nicht-phosphoryliert und damit inaktiv vor. Das resultiert, zusammen mit dem 
Absinken des ATP-Gehalts, in einer nahezu völligen Stabilisierung von σs und damit in der 
Akkumulation von freiem σs in der Zelle. Da parallel erstens die Bindung des vegetativen 
Sigmafaktors σ70 an das RNAP-Kernenzym durch den Anti-σ70-Faktor Rsd inhibiert wird, 
zweitens (p)ppGpp die Bindung alternativer Sigmafaktoren an die RNAP fördert und drittens 
Crl gezielt σs bei Bindung an die RNAP unterstützt,  kann σs in der SP mit den anderen 
Sigmafaktoren erfolgreich um die Bindung an das RNAP-Kernenzym kompetitieren und die 
generelle Stressantwort initiieren.  
Der Vergleich der E. coli-K12-Stämme W3110 und MC4100 deckte große 
Unterschiede zwischen beiden Stämmen auf. In W3110 wird σs bereits gegen Ende der 
postexponentiellen Phase stabilisiert. Der hohe σs-Gehalt schafft in diesem Stamm die Basis 
für eine starke generelle Stressantwort, die in einer hohen Stressresistenz resultiert. In 
MC4100 hingegen wird σs nicht so früh stabilisiert, sondern geht zunächst in eine 
zwischengeschaltete Übergangsphase, in der σs sogar wieder instabiler wird. Die Bestimmung 
des Rsd-Gehalts zeigte, dass dieser im M4100 zu diesem Zeitpunkt so niedrig ist, dass σ70 
sehr wahrscheinlich nicht sequestriert und so von der RNAP verdrängt werden kann. In 
Kombination mit dem geringeren (p)ppGpp-Gehalt (bedingt durch die relA1-Mutation) und 
dem geringeren σs-Gehalt ist die Sigmafaktorkompetitionseffizienz von σs in MC4100 zu 
Beginn der SP sehr wahrscheinlich zu gering, um σs effizient an die RNAP binden zu lassen. 
Das zeigt sich in einer geringeren Stressresistenz und Überlebensfähigkeit als bei W3110. 
Zusammen mit der erhöhten Wachstumsrate von MC4100, die zu Lasten der ATP-Ressourcen 
geht, belegt das die stärkere Degenerierung des MC4100 im Vergleich zum W3110. 
Zusammengefasst führt diese Arbeit zum tieferen Verständnis der Regulation der 
Proteolyse von σs und zeigt erstmals quantitativ, wann und wodurch σs im Verlauf des 
Wachstumszyklus von E. coli stabilisiert wird. Durch vergleichende Untersuchung der beiden 
E. coli K12-Laborstämme W3110 und MC4100 konnten grundlegende neue Erkenntnisse zu 
zwei häufig benutzten Laborstämmen gewonnen werden, die für andere Arbeitsgruppen, die 





Sigma factors are subunits of RNA polymerase (RNAP), which recognize specific promoter 
sequences on the DNA, and thus control promoter recognition by RNAP. In addition to the 
vegetative sigma factor σ70 (RpoD), E. coli has six alternative sigma factors which recognize 
different classes of promoters and thus trigger different responses. σs (RpoS) is the master 
regulator of the general stress response and positively controls a highly complex regulon, 
which includes more than 500 genes. 
In unstressed cells σs synthesis is very low and σs, after binding to the response 
regulator and specific σs recognition factor RssB, becomes degraded by the ATP-driven 
ClpXP protease. σs is directly bound in a 1 : 1 stochiometry to phosphorylated RssB (RssB-P), 
which leads to a conformational change in σs and allows binding to ClpX, which unwinds and 
translocates σs into the ClpP protease, where it is degraded. RssB-P is not co-degraded but 
released and can, because it is not dephosphorylated, immediately bind the next σs molecule 
and promote its degradation. The present work investigates how the synthesis of σs increases 
and proteolysis is inhibited in stressed cells. Thereby the σs concentration increases strongly, 
σs efficiently competes with other sigmas for RNAP core enzyme and this binding to RNAP 
further stabilizes σs. 
The central question of this study was when and how σs is stabilized along the growth 
cycle of the two E. coli K-12 laboratory strains W3110 and MC4110. σs half-lives and σs 
levels were determined. In addition, the cellular levels of ATP as well as of Rsd and Crl     
(i.e. two proteins that promote the formation of σs-RNAP) were measured, and it was 
investigated whether any of these factors limits the proteolysis of σs. Furthermore, the 
influence of σs biosynthesis and proteolysis for the σs level and for sigma competition for 
RNAP core enzyme were examined.  
The results show that the availability of RssB-P and the ratio of σs : RssB-P are the 
central key in the regulation of σs levels by proteolysis. In unstressed cells the very low levels 
of σs and RssB-P level are finely balanced (since the expression of RssB itself depends on σs 
and therefore requires a basal level of σs) and therefore σs is never completely degraded 
despite the high ATP level. During the postexponential growth phase the σs level strongly 
increases, with RssB initially following until the maximal rate of activation at the 
rssAB promoter is reached, so the cells are flooded with σs which titrates RssB. Due to 




upon increasing nutrient limitation), RssB exists mainly in the non-phosphorylated and 
inactive form during stationary phase. This results, along with the lowering of the ATP level, 
in a nearly complete stabilization of σs and thus in the accumulation of free σs in the cell. 
Since in parallel (1) binding of the vegetative sigma factor σ70 to RNAP is inhibited by the 
anti-σ70 factor Rsd, (2) (p)ppGpp promotes the binding of alternative sigma factors to the 
RNAP and (3) Crl supports σs binding to RNAP, σs can successfully compete with other 
sigma factors for RNAP core enzyme, bind to the RNAP and initiate the general stress 
response.  
The comparison of the E. coli K12 strains W3110 and MC4100 revealed large 
differences between the two strains. In W3110 σs is stabilized already during the end of the 
post-exponential phase. The high σs content in this strain creates the basis for a strong general 
stress response, which results in a pronounced stress resistance. In MC4100, however, σs is 
not stabilized so early, but an intermediary transition phase can be observed in which σs is 
even destablized again. The Rsd content was found to be so low in M4100 at this point that 
σ70 very likely is not sequestered and cannot be displaced from the RNAP. In combination 
with the lower (p)ppGpp level (MC4100 carries the relA1 mutation) and lower levels of σs, 
the sigma factor competition efficiency of σs most likely remains low at the beginning of the 
SP, so σs cannot successfully compete for binding to the RNAP in MC4100. This is reflected 
in reduced stress resistance and longterm survival compared with W3110. Along with the 
increased growth rate of the MC4100, which is at the expense of ATP resources, this shows 
the stronger degeneration of strain MC4100 compared to W3110. 
In summary, this work will lead to a deeper understanding of the regulation of 
proteolysis of σs and, for the first time, it shows quantitatively when and how σs is stabilized 
during the growth cycle of E. coli. The comparative analyses of the two E. coli K-12 
laboratory strains W3110 and MC4100 provided new insights about two frequently used 












Mikroorganismen sind faszinierende Lebewesen, denen es als einzige Organismen gelungen 
ist, alle Lebensräume unserer Erde zu besiedeln. Selbst unter extremen Bedingungen, wie sie 
z. B. in Hydrothermalquellen, im polaren Ökosystem, in der tiefen Biosphäre der Erdkruste 
oder in Reaktorabklingbecken herrschen, können sie existieren (Battista, 1997; Krisko und 
Radman 2013; Madigan et al., 2012; Slonczewski und Foster 2009). Bakterien haben aber 
nicht nur die Erde selbst, sondern auch sämtliche Organismen auf ihr besiedelt und leben in 
und auf ihnen (Blech, 2004; Lozupone et al. 2012). 
Die Umwelt verändert sich permanent und abiotische Stressfaktoren sind ebenso wie 
die Fraß- und Infektionsgefahr allgegenwärtig. Mikroorganismen sind deshalb so erfolgreiche 
Besiedler, weil sie in der Lage sind, schnell und effizient an diese Stressfaktoren zu 
adaptieren. Das Darmbakterium Escherichia coli ist ein Generalist, das im Wasser, im Darm 
und im Boden leben kann und seinen Stoffwechsel entsprechend anpasst (Andersen et al., 
2005; Davies et al., 1995; Desmarais et al., 2002; Munro et al., 1995). Mikroorganismen wie 
E. coli können das, weil sie über eine sehr schnelle Signaltransduktion verfügen, die zu einer 
gezielten Regulation der Genexpression führt mit dem Ergebnis, dass funktionelle 
Gengruppen gezielt an- oder abgeschaltet werden, sodass Adaption möglich wird. 
Die Signaltransduktion beginnt mit der Wahrnehmung eines Stimulus durch einen 
Sensor, welcher dadurch modifiziert wird. Signal kann z. B. die Synthese eines sekundären 
Botenstoffes sein oder die Phosphorylierung einer Sensorkinase. Anschließend wird das 
Signal an einen Regulator weitergegeben, der dann meist als Transkriptionsfaktor die 
Transkription einer oder mehrerer Operons aktiviert, sodass eine Antwort auf den Stimulus 
generiert wird. Klassische Signaltransduktionssysteme sind Zweikomponentensysteme (ZKS). 
Die erste Komponente besteht aus einem oder selten auch mehreren Sensorproteinen, die in 
der Membran lokalisiert sind und aus zwei Domänen bestehen. Mit der nach außen 
gerichteten Sensordomäne nehmen sie Umweltsignale wahr und leiten diese durch die 
Membran weiter an eine Kinasedomäne, die sich dadurch autophosphoryliert. Anschließend 
wird das Signal via Phosphotransfer an ein oder selten auch mehrere Response-Regulator-
Proteine (die zweite Komponente der ZKS) weitergeleitet, die dadurch aktiviert werden und 
dann z. B. an die RNA-Polymerase (RNAP) binden und so als Transkriptionsaktiviator 
oder -inhibitor die Genexpression regulieren (Goulian, 2010). Häufig werden die Regulator-




Aktivatoren reguliert. Neben dieser transkriptionalen Regulation kontrollieren Bakterien die 
Genexpression auch auf translationaler und posttranslationaler Ebene, z. B. durch kleine 
RNAs oder durch Proteolyse. 
Insgesamt bietet die schnelle Informationsweiterleitung von Umweltreizen und die 
fein austarierte Regulation der Genexpression auf allen Ebenen Mikroorganismen 
hervorragende Bedingungen, um ganz gezielt Stoffwechsel-, Signal- oder Transportwege oder 
auch Schutz- oder Regulatorproteine zu aktivieren, die als Antwort auf die momentan 
vorhandene Umweltbedingung nützlich sind. Diese Fähigkeit zur schnellen Informations-
verarbeitung und Adaption ist der entscheidende Grund, weshalb Mikroorganismen so 
erfolgreiche Besiedler sind und seit ca. 3.5 Milliarden Jahren auf unserer Erde existieren 
(Knoll, 2003; Madigan et al., 2012). 
1.1. Struktur und Funktion der RNA-Polymerase und ihrer Sigmafaktoren 
Die Transkription und insbesondere die Initiation der Transkription gehören zu den 
wichtigsten Angriffspunkten der Regulation der Genexpression, da hier gezielt entschieden 
werden kann, ob ein Gen exprimiert wird oder nicht (Feklistov, 2013; Saecker et al., 2011). 
1.1.1. Struktur und Funktion der  RNAP  
Die Transkription wird durch das Enzym DNA-abhängige RNA-Polymerase (RNAP) 
katalysiert. Das RNAP-Kernenzym (RNAPK) hat eine Größe von ca. 400 kDa (Vassylyev, 
2002) und besteht aus den fünf Untereinheiten (UE) 2xa, b, b‘ und w (Lonetto et al., 1992), 
die zusammen mit der sechsten UE σ das RNAP-Holoenzym (RNAPH) bilden. Das 
Kernenzym kann unspezifisch an die DNA binden, die Erkennung von 
Transkriptionsstartpunkten ist jedoch nur mit Hilfe von σ möglich (Burgess et al., 1969; 
Travers und Burgess, 1969).  
Die beiden α-UE sind für die Stabilität des RNAP-Komplexes notwendig. Mit der 
N-terminalen Domäne (ND) ist die α-UE mit der RNAP verankert, während die C-terminale 
Domäne (CD), die vorwiegend positiv geladene Aminsäuren (AS) enthält, nach außen ragt 
und mit der negativ geladenen DNA im Bereich eines UP-Elements interagiert. Dadurch wird 
die RNAP im Promotorbereich festgehalten und stabilisiert (Ross et al., 1993). Die β- und 




ω-UE spielt eine Rolle bei Hitzestress und fördert außerdem die Bindung des primären 
(vegetativen) Sigmafaktors an das RNAPK (Gunnelius et al., 2014 und 2014a). Die σ-UE 
erkennt Promotoren und initiiert die Transkription. 
Die RNAP katalysiert die Bildung von Phosphodiesterbindungen zwischen 
Ribonukleotiden während der Elongation der Transkription und ermöglicht so die RNA-
Synthese. Dazu bindet das RNAPK zunächst unspezifisch an die DNA und wandert auf ihr 
entlang, bis es mit Hilfe der σ-UE Konsensussequenzen im Promotorbereich eines Gens 
erkennt. Dort wird es mit Hilfe der beiden α-UE stabilisiert und so in Position gebracht, dass 
es die DNA umschlingt. Klassische Konsensussequenzen sind das −10 und −35-Element, das 
sind hochkonservierte Hexamere mit definierter DNA-Sequenz (Gilbert, 1976; Maniatis et al., 
1975; Pribnow, 1975; Schaller et al., 1975). Zur Initiation der Transkription wird im aktiven 
Zentrum des RNAPK die DNA im Bereich um das −10-Element aufgeschmolzen (Gries 
et al., 2010), sodass ein offener Komplex entsteht und eine lineare DNA-Matrize für den 
Transkriptionsstart zur Verfügung steht. Dann wird die Transkription de novo gestartet. 
Während der nun folgenden Elongation wird die DNA schrittweise durch die RNAP hindurch 
geschoben und dabei in RNA umgeschrieben. Die Elongation kann durch das RNAPK allein 
realisiert werden, daher wird die σ-UE meist abgelöst (Mooney et al., 2005). Die Elongation 
endet am Terminationspunkt. Dieser Punkt weist häufig auf einem kurzen DNA-Abschnitt 
inverted repeats auf, sodass die mRNA eine Haarnadelstruktur bildet, die von der RNAP 
erkannt wird und eine weitere Elongation unmöglich macht. Die RNA-Synthese endet und das 
RNAPK fällt ab. Alternativ kann die Termination durch das Protein Rho ausgelöst werden. 
1.1.2. Struktur und Funktion der bakteriellen Sigmafaktoren  
Die bakterielle Genregulation ist hochspezifisch und exzellent angepasst an die jeweiligen 
Umweltbedingungen. Diese Spezifität wird durch Sigmafaktoren vermittelt. Sigmafaktoren 
sind UE der RNAP, die Promotorsequenzen auf der DNA binden und damit die 
Promotorerkennung des RNAP kontrollieren (deHaseth et al., 1998; Gross et al., 1992; 
Gruber und Gross, 2003). Sie sind fast ausschließlich aus α-Helices aufgebaut und bestehen 
aus den vier Domänen: ND1 und ND2, einem ca. 300 bp langem Linker (LD) und der CD 
(Helmann et al., 1988; Lonetto et al., 1992; Vassylyev, 2002). Region 4.2 der CD vermittelt 




(Barne et al., 1997). Das Aufschmelzen der DNA im Bereich des −10-Elements als 





Abb. 1.1: Domänenorganisation und Struktur von Sigmafaktoren am Beispiel von σ70 aus 
Thermus thermophilus. Kristallstruktur von σ70 in einer Auflösung von 2.6 Å. (A) 
Domänenorganisation der konservierten Regionen. σ70 besteht aus zwei N-terminalen Domänen (ND1 
und ND2) und einer C-terminalen Domäne (CD), die durch einen Linker getrennt sind (LD). (B) 
Ribbon-Diagramm. Der verwendete Farbcode ist identisch mit dem Farbcode in Abbildung A. ND1 
umfasst Region 1.2 bis 2.4 N-terminal und hat eine U-förmige Struktur, die aus acht α-Helices und 
vier Helix-turn-Helix-Motiven (HTH) besteht. ND1 ist mit ND2 über einen Linker verbunden. ND2 
umfasst die Regionen 2.4–2.5 und 3.1 und bildet eine Tasche aus drei α-Helices. ND1 und ND2 sind 
mit der CD über einen 30 Aminosäure-langen Linker verbunden, der ungefaltet ist und in der Mitte 
eine Haarnadelstruktur bildet. Die CD unfasst die Regionen 4.1 und 4.2 und besteht aus vier α-Helices 
und zwei HTH. (Vassylyev et al., 2002)  
Bakterien besitzen mehrere Sigmafaktoren, die unterschiedliche Klassen von Promotoren 
erkennen (Gruber und Gross, 2003; Wösten, 1998). Sie werden in zwei große Gruppen 
eingeteilt, die σ70-Familie und die σ54-Familie (Paget, 2015). Die σ70-Familie umfassst eine 
Vielzahl von Sigmafaktoren und wird weiter untergliedert in vier Gruppen, wobei Gruppe 1 




(Paget, 2015). Die vier Gruppen werden nach dem Vorhandensein bzw. Fehlen der vier 
konservierten Regionen 1.1, 1.2–2.4, 3.0–3.2 und 4.1–4.2 unterschieden (Lonetto et al., 1992; 
Paget und Helmann, 2003). Die vegetativen Sigmafaktoren der Gruppe 1 besitzen alle vier 
konservierten Regionen. Sigmafaktoren der Gruppe 2 fehlt, wie allen alternativen 
Sigmafaktoren, die Region 1.1. Sie sind funktionell in die Adaption an Stress, insbesondere 
bei Nährstoffmangel, sowie in andere Stressanworten, die mit der SP assoziiert sind, 
involviert (Paget, 2015). Alternative Sigmafaktoren der Gruppe 3 sind strukturell divers und 
funktionell in die Flagellensynthese, die Hitzeschock-Antwort und die Sporulation involviert 
(Paget, 2015; Paget und Helmann, 2003; Wösten, 1998). Zur Gruppe 4 gehören 
Sigmafaktoren, die auf extracytoplasmatische Signale reagieren (ECF). Die Sigmafaktoren 
der σ54-Familie unterscheiden sich in Struktur und Funktion deutlich von der σ70-Familie und 
sind u. a. am Aufschmelzen der DNA beteiligt (Zhang und Buck, 2015).  
E. coli, mit dem in dieser Arbeit experimentiert wurde, besitzt sieben verschiedene 
Sigmafaktoren. Es verfügt wie alle gramnegativen Organismen über den vegetativen  
Sigmafaktor σ70 (σD, RpoD). Vegetative Sigmafaktoren erkennen Promotoren mit den 
„Standard“- −10 und −35-Elementen und tolerieren darüber hinaus nur Spacerlängen von 
17bp +/- 1 zwischen beiden Elementen (Devi et al., 2010). Diese finden sich typischerweise 
im Promotorbereich von Genen, die für die Transkription von während des Wachstums 
benötigten Genen notwendig sind. Weiterhin gibt es in E. coli die sechs alternativen 
Sigmafaktoren σ19 (σfecI, FecI), σ24 (σE, RpoE), σ28 (σF, RpoF, FliA), σ32 (σH, RpoH), σ38 (σs, 
RpoS) und σ54 (σN, RpoN). Diese sind nicht essentiell, sondern vermitteln die Transkription 
von spezifischen Genen, die abhängig von Umweltbedingung, Wuchs- und 
Differenzierungsphase benötigt werden und lösen unterschiedliche physiologische Antworten 
aus. σs, der in dieser Arbeit untersucht wurde, gehört zur Gruppe 2 der σ70-Familie.  
1.1.3. Promotorselektivität und das σs-Promotor-Selektivitäts-Paradoxon  
Wie wird sichergestellt, dass die richtigen Gene exprimiert werden? Zum einen werden 
alternative Sigmafaktoren nur bei bestimmten Signalen aktiv und konkurrieren auch nur dann 
mit σ70 um das RNAPK. Weiterhin sind in der Zelle weniger RNAP-Moleküle vorhanden als 
Sigmafaktoren (Grigorova et al., 2006; Gruber und Gross, 2003; Maeda et al., 2000), sodass 
die Sigmafaktoren um das RNAPK konkurrieren und nur der Sigmafaktor mit der höchsten 




exprimiert werden. Die Kompetitionseffizienz der Sigmafaktoren wird durch ihre Affinität an 
das RNAPK, durch ihre Konzentration und durch Aktivatoren oder Inhibitoren moduliert. So 
akkumuliert z. B. σs in der SP und wird gleichzeitig durch das Crl-Protein bei der Bindung an 
das RNAPK unterstützt (Typas et al., 2007a), während parallel σ70 teilweise durch den Anti-
σ70-Faktor Rsd (Ishihama, 1999; Mitchell et al., 2007; Sharma und Chatterji, 2010) 
sequestriert wird und außerdem durch 6S-RNA inhibiert wird (Trotochaud und Wassarman, 
2005), sodass seine Kompetitionseffizienz sinkt. Zusätzlich bindet das Alarmon 
Guanosintetraphosphat bzw. Guanosinpentaphosphat ((p)ppGpp) an das RNAPK und 
verändert dessen Konformation so, dass σ70 schlechter daran binden kann, während alternative 
Sigmafaktoren von der Konformationsänderung profitieren (Sharma und Chatterji, 2010).  
Ein weiterer Punkt ist, dass sich die Konsensussequenzen und die Spacerlängen von 
−10 und −35-Element sowie von −10-Element und +1-Transkriptionsstartpunkt verschiedener 
funktioneller Gengruppen geringfügig voneinander unterscheiden (Gruber et al., 2003; Sharp 
et al., 1999). σ70 erkennt sogenannte vegetative Promotorsequenzen, während alternative 
Sigmafaktoren jeweils unterschiedliche Promotoren-Sets mit alternativen Konsensus-
sequenzen und teilweise anderen Spacerlängen erkennen. Abhängig von der Art des 
gebundenen Sigmafaktors werden dadurch vom RNAPH unterschiedliche Promotorbereiche 
erkannt und folglich verschiedene funktionelle Gengruppen transkribiert. Promotoren sind 
also hochselektiv für Sigmafaktoren und nur wenige Promotoren werden von mehreren 
Sigmafaktoren erkannt. Weiterhin unterliegen die Sigmafaktoren selbst der Regulation und 
die Transkription wird außerdem durch Transkriptionsfaktoren reguliert.  
σs unterscheidet sich von anderen alternativen Sigmafaktoren dadurch, dass er sehr eng 
mit σ70 verwandt ist (Hengge, 2011; Typas, 2007). Insbesondere die Regionen 2.4 und 4.2, die 
die Erkennung der −10 und −35-Konsensussequenzen vermitteln, stimmen in den DNA-
Sequenzen fast vollständig überein und die optimale −10-Region von σs und σ70 abhängigen 
Genen ist fast identisch (Gaal et al., 2001). Daher erkennen σs und σ70 annähernd dieselben 
Konsensussequenzen (Hengge-Aronis, 1996a; Loewen und Hengge-Aronis, 1994; Tanaka 
et al., 1995) und binden in vitro an nahezu identische −10 und −35-Elemente (Gaal et al., 
2001). Deshalb werden viele Promotoren in vitro und in vivo sowohl von σs-haltiger RNAP 
(Eσs) als auch von σ70-haltiger RNAP (Eσ70) erkannt (Altuvia et al., 1994; Bordes et al., 2000; 
Raffaelle et al., 2005; Tanaka et al., 1993; Wade et al., 2006). Dennoch kontrollieren beide 
Sigmafaktoren in vivo unterschiedliche Regulons (Checroun et al., 2004; Weber et al., 2005) 




struktureller Übereinstimmung die unterschiedlichen Funktionen realisiert werden. Die 
Lösung für dieses als σs-Promotor-Selektivitäts-Paradoxon bekannte Phänomen (Hengge, 
2011; Hengge-Aronis, 2002a; Typas et al., 2007) besteht aus unterschiedlichen 
Kombinationen von cis-agierenden Promotoren und trans-agierenden Proteinen, die es 
erlauben zu unterscheiden, ob ein Promotor von Eσs oder von Eσ70 oder von beiden erkannt 
wird (Hengge, 2011; Hengge-Aronis, 2002a; Typas et al., 2007; Landini et al., 2014).  
Viele σs-abhängige Promotoren haben partielle UP-Elemente (Gourse et al., 2000; 
Ross et al., 1993). Das sind AT-reiche Elemente, die sich etwa an Position −40 bis −56 
befinden (Hengge, 2011). Ein volles UP-Element (z. B. bei ribosomalen Promotoren) besteht 
aus zwei asymmetrischen sequenzspezifischen Halbseiten, die entgegengesetzt proximal und 
distal zum Transkriptionsstartpunkt liegen. Diese Halbseiten interagieren mit der α-CD des 
RNAPK (Estrem et al., 1999; Gourse et al., 2000; Ross et al., 1993), wodurch dieses im 
Promotorbereich stabilisiert wird, sodass die Transkriptionswahrscheinlichkeit steigt (Estrem 
et al., 1998 und 1999). Sequenzunterschiede in Region 4 von σs und σ70 (Typas und Hengge 
2005) führen dazu, dass Eσs bevorzugt distale UP-Element-Halbseiten erkennt (Typas und 
Hengge, 2005 und 2006), während Eσ70 eher proximale Halbseiten oder volle UP-Elemente 
erkennt (Estrem et al., 1999; Typas und Hengge, 2005). Daher erhöhen distale UP-Element-
Halbseiten die Selektivität für Eσs (Typas und Hengge, 2005). 
Daneben gibt es weitere minimale, aber wichtige Sequenzunterschiede im 
Promotorbereich von σs und σ70-abhängigen Genen, die die Selektivität für Eσs erhöhen 
(Hengge, 2011; Landini et al., 2014; Typas et al., 2007). Insbesondere steigert ein C(−13) 
eventuell gefolgt von einem T(−14) die Selektivität für Eσs drastisch (Becker und 
Hengge Aronis, 2001; Gaal et al., 2001), da C(−13) direkt mit Lysin173 von σs interagiert, 
während Eσ70 an dieser Stelle ein Glutamat hat, welches besser mit G(−13) interagiert 
(Becker und Hengge-Aronis, 2001; Hengge, 2011). C(−13) ist auch daran beteiligt, zu lange 
Spacerlängen zwischen dem −10 und −35-Element zu tolerieren (Typas et al., 2006).          
Eσs akzeptiert generell weniger optimale Spacerlängen von +/−2 bp zwischen dem −35 und 
dem −10-Element, während σ70 strukturell unflexibler ist und dies nicht tut (Singh et al., 
2011; Typas und Hengge, 2006). Daher erhöhen nicht optimale Spacerlängen die 
σs-Selektivität (Typas et al., 2006). Weiterhin erleichtert AT-Reichtum zwischen dem 
−10-Element und +1 bei σs-abhängigen Promotoren die Bildung des offenen Komplexes, das 
stimuliert die Transkription (Lee und Gralla, 2001; Ojangu et al., 2000; Pruteanu und 




Das σs-Selektivitäts-Paradoxon wird zusätzlich gelöst durch Effektoren wie z. B. 
DNA Supercoiling (Bordes et al., 2003; Kusano et al., 1996) oder Osmolarität (Ding et al., 
1995) und durch Transkriptionsfaktoren, wie z. B. CRP, IHF oder H-NS (Colland et al., 2000; 
Dorman, 2004; Fang und Rimsky, 2008; Germer et al., 2001; Mangan et al., 2006).  
1.2. Die σs-abhängige generelle Stressantwort in Escherichia coli 
Grundsätzlich werden zwei Arten von Stressantworten unterschieden. Bei den spezifischen 
Stressantworten reagiert die Zelle gezielt auf einen einzelnen Stress z. B. durch Abbau des 
Stress-Agens, Flucht (erhöhte Motilität) oder Reparatur. Bei diesem Antworttyp unterscheidet 
sich die Reaktion je nach Stressfaktor. Die generelle Stressantwort (zur Übersicht Battesti 
et al., 2011; Hengge, 2009 und 2011; Hengge-Aronis, 2002b; Klauck et al., 2007) ist 
hingegen eine globale Stressantwort, die bei sehr vielen unterschiedlichen Stresssignalen 
einen bestimmten, sehr globalen Antworttyp hervorruft. Sie dient einerseits als schnelle 
Notfallreaktion (Hengge-Aronis, 1996a und 2000) und vermittelt andererseits der Zelle einen 
umfangreichen Langzeitschutz vor verschiedenen, auch unbekannten und momentan nicht 
vorhandenen Stressfaktoren durch Kreuzprotektion (Hengge-Aronis, 2000; Jenkins et al., 
1988 und 1990; Lange und Hengge-Aronis, 1991; McCann et al., 1991). Hier wirkt sie 
protektiv, indem sie die Zelle durch Veränderungen der Zellmorphologie, Adaption der 
Stoffwechselwege und Aktivierung von Schutzsubstanzen multiresistent macht und so vor 
Schäden bewahrt (Givskov et al. 1994; Hengge, 2011; Hengge-Aronis, 1996; Lange und 
Hengge-Aronis, 1991 und 1991a; Martinez-Garcia et al., 2001; McCann et al., 1991; Santos 
et al., 1999 und 2002). 
Die generelle Stressantwort wird durch den alternativen Sigmafaktor σs kontrolliert. 
Auf molekularer Ebene steigt unter verschiedenen Stressbedingungen wie hyperosmotischem 
Shift (Bearson et al., 1996; Hengge-Aronis, 1996b; Heuveling et al., 2008; Muffler et al., 
1996a), Hitzeschock (Muffler et al., 1997), DNA-Schäden (Merrikh et al., 2009) oder hoher 
Zelldichte (Lange und Hengge-Aronis, 1994) der zelluläre σs-Gehalt in kurzer Zeit stark an. 
Dadurch steigt die Kompetitionseffizienz von σs im Wettbewerb mit den anderen 
Sigmafaktoren um Bindung an das RNAPK, sodass vermehrt Eσs-Komplexe entstehen und 
die generelle Stressantwort generiert werden kann (Battesti et al., 2011; Hengge, 2009 und 
2011; Hengge-Aronis, 2002c). Physiologisch ändert sich durch diese Stressantwort der 




dort, ausgestattet mit einer Vielzahl von Resistenzen, auf bessere Umweltbedingungen warten 
(Abb. 1.2). 
Die generelle Stressantwort stellt die Funktion des σs-Regulons dar, das mehr als 10 % 
des E. coli-Genoms repräsentiert (Lacour und Landini, 2004; Weber et al., 2005). Zum 
σs-Regulon gehören nicht nur Gene, die als direkte Stressantwort exprimiert werden, sondern 
auch Gene, die für untergeordnete Regulatoren von Signaltransduktionswegen kodieren. 
Diese Regulatoren kontrollieren funktionale Module innerhalb der generellen Stressantwort 
wie z. B. die Biofilmbildung (Weber et al., 2005). σs ist also der Masterregulator eines 
hochkomplexen Regulons. Dieses dient als Modellsystem für Signaltransduktion in großen 
zellulären Netzwerken (Hengge, 2009 und 2011; Hengge-Aronis, 2002b; Klauck et al., 2007; 
Weber et al., 2005).  
 
Abb. 1.2: Signalinput und phänotypischer Output der generellen Stressantwort. Verschiedene 
Stressbedingungen führen zur Akkumulation des Masterregulators der generellen Stressantwort σs und 
in Folge davon zu umfangreichen phänotypischen Veränderungen. (Hengge, 2011) 
1.2.1. Die zelluläre Adaption im Verlauf des Wachstumszyklus 
Die generelle Stressantwort wurde als typische Reaktion in der Stationärphase entdeckt 
(Lange und Hengge-Aronis, 1991a). Daher stehen Stressantworten in engem Zusammenhang 
mit den zellulären Wachstumsphasen. Prinzipiell lassen sich in E. coli fünf Wachstumsphasen 
voneinander abgrenzen:  Anlaufphase/ lag-Phase (AnP), Exponentielle Phase/ Log-Phase 
(LP), Postexponentielle Phase (PP), Stationäre Phase (SP) und Absterbephase (AbP). Die 
Masterregulatoren dieser Wachstumsphasen sind die Sigmafaktoren σ70, σF und σs (Chevance 
σS (RpoS) is the master regulator of the 
gen ral stress response in E.coli 
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und Hughes, 2008; Costanzo und Ades, 2006; Gruber und Bryant, 1997; Hengge, 2011; 
Hengge-Aronis, 2000 und 2002b) und jede Wachstumsphase wird durch einen dieser 
Masterregulatoren dominiert.  
In der AnP sind die Zellen einer neuen Umwelt ausgesetzt und müssen daran 
adaptieren. Während vorher meist Hunger herrschte, ist das Nährstoffangebot nun gut. Das 
bedeutet, dass die Zellen vom Überlebens- in den Wachstumsmodus wechseln. Dazu wird die 
Genexpression von der Regulation durch alternative Sigmafaktoren auf die Regulation durch 
σ70 umgestellt und ist dann dafür optimiert, die vorhandenen Kohlenstoffquellen zu verwerten 
und Ribosomen- und Proteinbiosynthese zu betreiben. Diese Adaption dauert in E. coli in 
reichem Medium (LB-Medium) wenige Minuten, in dieser Zeit ist das Wachstum sehr gering.  
In der LP ist die Adaption abgeschlossen und σ70 dominiert die Genexpression. Die 
Zellen befinden sich im Wachstumsmodus. Die Nährstoffsituation ist exzellent und die 
Wachstums- und Zellteilungsrate sind maximal (Hengge, 2011).  
Mit der Zeit wird entweder die verwertete optimale Kohlenstoffquelle knapp oder eine 
andere Stresssituation tritt auf, sodass die Lebensbedingungen suboptimal werden, das 
Wachstum langsamer wird und die Zellen in die PP eintreten. In LB-Medium ist dies bei einer 
optischen Dichte (OD) von etwa 0,3 der Fall (Sezenov et al., 2007). Mögliche Reaktionen 
darauf sind abhängig vom jeweiligen Stressauslöser. Allen gemeinsam ist, dass die durch σ70 
kontrollierte Genexpression suboptimal wird. Charakteristisch in dieser Phase ist der Anstieg 
des sekundären Botenstoffes cAMP, das mit Hilfe des Effektors CRP nun die Genexpression 
moduliert. Das führt u. a. zur Aktivierung alternativer, energetisch ungünstigerer 
Stoffwechselwege (Ferenci, 2001; Hollands et al., 2007) und zur Expression des flagellaren 
Masterregulators FlhDC, einem flagellaren Klasse 1-Genprodukt, der dann flagellare Klasse 2 
Gene, wozu  u. a. σF gehört, aktiviert, sodass σF akkumuliert und mit σ70 um Bindung an das 
RNAPK kompetitiert (Chevance und Hughes, 2008; Chilcott und Hughes, 2000; Soutourina 
et al., 1999; Wang et al., 2005). Als Folge davon wird zeitlich abgestuft die Expression der 
flagellaren Struktur- und Regulatorproteine aktiviert, sodass Flagellen synthetisiert werden 
und die Zellen motil werden (Barembruch und Hengge, 2007; Chevance und Hughes, 2008; 
Kalir und Alon, 2004; Smith und Hoover, 2009). Auf molekularer Ebene kommt zu σ70- auch 
σF-abhängige Genexpression hinzu, was auf physiologischer Ebene zum motilen Lebensstil 
führt, der die Möglichkeit eröffnet, einen neuen Lebensraum aufzusuchen, um die 
Stresssituation, die zur Auslösung der PP geführt hat, zu beenden (Adler und Templeton, 




akkumulieren, kompetitiert aber noch nicht effizient um Bindung an das RNAPK, sodass σF 
sich im Wettstreit mit σs um das RNAPK behauptet. Gewährleistet wird das auch durch 
FlhDC, das nicht nur die flagellare Genkaskade aktiviert, sondern auch die Genexpression des 
Anti-σs-Faktors FliZ aktiviert (Pesavento et al., 2008; Pesavento und Hengge, 2012).  
Im Verlauf der PP steigt der Gehalt an (p)ppGpp). (p)ppGpp ist ein zelluläres 
Signalmolekül (Magnusson et al., 2005; Potrykus und Cashel, 2008; Srivatsan und Wang, 
2008), das u. a. bei Aminosäuremangel akkumuliert und dann die stringente Antwort auslöst, 
bei der durch Bindung von (p)ppGpp an die RNAP die Expression der rRNA und tRNA 
inhibiert wird, sodass eine Adaption an den Aminosäuremangel erreicht wird (Srivatsan und 
Wang, 2008; Stent und Brenner, 1961; Traxler et al., 2008). Mechanistisch bleiben bei 
Aminosäuremangel die tRNAs während der Translation unbeladen. Das führt dazu, dass diese 
tRNAs an der A-site des Ribosoms binden. Diese Erkennung führt zum Abbruch der 
Translation und aktiviert parallel die (p)ppGpp-Synthase RelA, die an den Ribosomen 
lokalisiert ist (Haseltine und Block, 1973; Richter, 1976; Wendrich et al., 2002). RelA 
überträgt Phosphatreste von ATP auf GTP oder GDP, sodass (p)ppGpp und AMP entstehen 
(Cashel et al., 1996; Cashel und Gallant, 1969; Edlin und Broda, 1968; Gallant, 1979; 
Metzger et al., 1988). (p)ppGpp akkumuliert daraufhin und bindet mit Hilfe des 
Transkriptionsfaktors DksA an die β-UE der RNAP (Chatterji et al., 1998; Reddy et al., 1995) 
im Transkriptionsbereich von rRNA-kodierenden Genen (Artsimovitch et al., 2004). Das 
verringert die Halbwertszeit der offenen Komplexe während der Transkriptionsinitiation, 
wodurch die Transkriptionsrate abnimmt und der zelluläre rRNA-Gehalt sinkt (Barker et al., 
2001; Cashel et al., 1996; Maaloe und Kjeldgaard, 1966; Raghavan und Chatterji, 1998). Da 
die Expression vom rRNA-Gehalt abhängt, wird so die Translation inhibiert (Paul et al., 
2004).  
SpoT ist eine zweite (p)ppGpp-Synthase (Hernandez und Bremer, 1991; Laffler und 
Gallant, 1974), die homolog zu RelA ist (Metzger et al, 1989), jedoch durch 
Kohlenstoffmangel (Xiao et al., 1991), Eisenmangel (Vinella et al., 2005) oder 
Fettsäuremangel (Battesti und Bouveret, 2006) aktiviert wird. SpoT ist bifunktional und 
arbeitet als Synthase und Hydrolase von (p)ppGpp und reguliert so den zellulären (p)ppGpp-
Gehalt (Xiao et al., 1991).  
Die (p)ppGpp-Synthese wird bei einer Vielzahl von Signalen aktiviert (Potrykus et al., 
2011) und führt beim Übergang von der PP zur SP zu umfassenden Veränderungen der 




inhibiert (Åberg et al., 2009; Durfee et al., 2008; Magnusson et al., 2005; Traxler et al., 2008) 
und die generelle Stressantwort aktiviert (Magnusson et al., 2005; Potrykus und Cashel, 
2008). Es ist bekannt, dass die regulatorischen Effekte durch (p)ppGpp dosisabhängig sind 
und zwei Gruppen von (p)ppGpp-abhängigen Genen existieren, die zu unterschiedlichen 
Zeitpunkten exprimiert werden (Traxler et al., 2011). Bei moderatem (p)ppGpp-Gehalt wird, 
bedingt durch die geringere ribosomale Genexpression, viel RNAPH frei, das nun für andere 
Promotoren mit geringerer Affinität für Eσ70 wie den rpoS-Promotor PrpoS zur Verfügung 
steht. Bei höherem (p)ppGpp-Gehalt haben dann praktisch alle RNAP-Moleküle (p)ppGpp 
gebunden. Das macht das RNAPH empfänglicher für alternative Sigmafaktoren (Magnusson 
et al., 2005; Potrykus und Cashel, 2008; Sharma und Chatterji, 2010), da (p)ppGpp mit der 
RNAP interagiert (Chatterji et al., 1998; Ross et al., 2013; Sato et al., 2009; Toulokhonov 
et al., 2001; Zuo et al., 2013) und die Transkription von Genen mit GC-reichen Promotoren, 
wie sie typisch für σ70-abhängige Gene sind, inhibiert, während gleichzeitig die Transkription 
von Genen mit AT-reichen Promotoren, wie sie für σs typisch sind, aktiviert wird. 
Eine hohe (p)ppGpp-Konzentration aktiviert außerdem direkt die Expression von σs, 
sodass der zelluläre σs-Gehalt und damit die Kompetition von σs um Bindung an das RNAPK 
steigen (Magnusson et al., 2005; Potrykus and Cashel, 2008). Gleichzeit verringert sie die 
Affinität von σ70 an das RNAPK (Jishage et al., 2002). Dadurch unterstützt (p)ppGpp die 
Akkumulation und Stabilisierung von σs (Gentry et al., 1993; Jishage et al., 2002) und schafft 
so die Grundlage für die Auslösung der generellen Stressantwort zu Beginn der SP. Der 
Anstieg von (p)ppGpp während der PP ist essentiell, damit die Zellen in die SP eintreten 
können (Potrykus und Cashel, 2008).  
Wenn sich die Umweltbedingungen weiter verschlechtern, treten die Zellen in die SP 
ein (Kolter et al., 1993). Meist ist massiver Nährstoffmangel die Ursache, möglich sind aber 
auch veränderte osmolare Bedingungen, Temperatur- oder pH-Änderung und andere 
Stressfaktoren. Charakteristisch in der SP (zur Übersicht: Battesti et al. 2011, Hengge, 2008; 
Navarro Llorens et al., 2010) sind der sinkende Einfluss von FlhDC und σF, die nun 
degradiert werden (Barembruch und Hengge, 2007; Kitagawa et al., 2011; Pesavento et al., 
2008; Tomoyasu et al., 2002 und 2003), während parallel der σs-Gehalt weiter steigt, sodass 
es zum Sigmafaktorwechsel an der RNAP kommt und σs die Kontrolle über die Genregulation 
übernimmt. (Ergänzend soll erwähnt werden, dass in der SP nicht nur σs akkumuliert, sondern 
auch der Gehalt anderer alternativer Sigmafaktoren steigt. Insbesondere σE steigt zu Beginn 




Der Sigmafaktorwechsel an der RNAP wird durch einen Anstieg des zellulären σs-Gehalts zu 
Beginn der SP eingeleitet (Battesti et al., 2011 und 2015; Hengge, 2008; Hengge-Aronis, 
2002c), sodass σs mit σ70 und σF um das RNAPK kompetitiert. Die σs-Molekülzahl beträgt 
jedoch maximal ein Drittel von σ70 (Jishage et al., 1996) und σs hat darüber hinaus von allen 
Sigmafaktoren die geringste Bindungsaffinität an das RNAP in vitro (Colland et al, 2002; 
Maeda et al., 2000; Nguyen et al., 1993; Tanaka et al., 1993), sodass σs nur dann eine Chance 
hat, an das RNAPK zu binden, wenn die Bindungsaffinität von σ70 an das RNAPK reduziert 
und die Bindungsfähigkeit von σs erhöht wird. Neben (p)ppGpp (siehe PP) spielen die 
Proteine Crl und Rsd eine Schlüsselrolle (Österberg et al., 2011; Sharma und Chatterji, 2010).   
Der anti-σ70-Faktor Rsd (Jishage und Ishihama, 1998; Piper et al., 2009) sequestriert 
σ70, sodass sich das Verhältnis von σ70 zu den alternativen Sigmafaktoren verschiebt, mit der 
Folge, dass σs leichter an das RNAPK binden kann. Rsd bindet in einer Stöchiometrie von 
1 : 1 an σ70 (Piper et al., 2009; Westblade et al., 2004). Die Bindung von σ70 an das RNAPK 
wird durch die Regionen 2 und 4 realisiert (Cambell et al., 2002). Rsd interagiert mit 
Region 2 (Yuan et al., 2008) und Region 4 von σ70 (Dove und Hochschild, 2001; Jishage und 
Ishihama, 1998; Sharma und Chatterji, 2008; Westblade et al., 2004) und inhibiert so die 
Bindung von σ70 an das RNAPK (Jishage und Ishihama, 1998; Patikoglou et al., 2007) 
Dadurch sequestriert Rsd σ70, sodass alternative Sigmafaktoren wie σs leichter an das RNAPK 
binden können (Jishage und Ishihama, 1998; Mitchell et al., 2007).  
Crl wurde zuerst beschrieben als Faktor, der in die Expression des csgBA-Operons und 
damit in die Synthese der Curlistrukturgene involviert ist (Arnqvist et al., 1992; Olsen et al., 
1989). Später zeigte sich, dass Crl ein globaler Regulator ist, der am Sigmafaktorwechsel 
maßgeblich beteiligt ist (Bougdour et al., 2004). Crl bindet an σs und verändert dessen 
Konformation, sodass σs leichter an das RNAPK binden kann (Bougdour et al., 2004; 
England et al., 2008; Pratt und Silhavy, 1998; Typas et al., 2007a). Dadurch wird die 
σs-Proteolyse inhibiert (Typas et al., 2007). Zusätzlich aktiviert Crl die σs-abhängige 
Expression von RssB, was zu einer erhöhten Proteolyse von σs führt. Diese scheinbar 
gegenteilig wirkenden Mechanismen führen beide dazu, dass der Gehalt an freiem σs sinkt 
(Typas et al., 2007). 
Durch den Einfluss von Rsd und Crl entstehen so vermehrt Eσs-Komplexe, die die 
Kontrolle über die Genexpression übernehmen und die generelle Stressantwort auslösen. Als 




dienen und die andererseits umfangreiche Resistenzen auslösen. So abgesichert warten die 
Zellen ab, bis die Bedingungen besser werden. 
Sollten die in der SP getroffenen Überlebensmaßnahmen nichts nützen, beginnt die 
AbP, in der die Zellen nach und nach durch Lyse sterben. In dieser Phase erhöht sich die 
Mutationsrate drastisch, um bestenfalls einen resistenten Genotyp zu generieren (Bjedov 
et al., 2003; Tenaillon et al. 2004; Wick et al., 2002; Zambrano et al., 1993; Zinser und 
Kolter, 2004). Wenn die AbP durch anhaltenden Nährstoffmangel ausgelöst wurde, sterben 
nicht alle Zellen gleichzeitig, sodass lebende Zellen bereits lysierte Zellen als Nährstoffquelle 
verwerten und so sehr lange in der SP verweilen können (Finkel, 2006; Kolter et al., 1993). 
Dieses kryptische Wachstum kann zum periodischen An- und Abstieg der Populationsgröße 
führen (Navarro Llorens et al., 2010; Zambrano und Kolter, 1996). 
1.3. Regulation des σs-Gehalts 
σs ist seit seiner Entdeckung als Masterregulator der generellen Stressantwort 
(Hengge-Aronis, 1993; Lange und Hengge-Aronis, 1991) und als alternativer Sigmafaktor gut 
charakterisiert (Battesti et al., 2011; Hengge 2008, 2009 und 2011; Hengge-Aronis 2002b; 
Landini et al., 2014; Majdalani et al., 2005; Mika und Hengge, 2013; Peterson et al., 2005; 
Repoila et al., 2003; Schellhorn, 2014).  
Der zelluläre σs-Gehalt und die σs-Aktivität sind in den einzelnen Wachstumsphasen 
streng reguliert. In der LP sind die Transkriptions- und Translationsrate von rpoS gering und 
σs wird degradiert. Daher sind der zelluläre σs-Gehalt und die σs-Aktivität gering. In der SP 
ändert sich das grundlegend. Die Transkriptions- und Translationsrate steigen stark an und die 
Proteolyse wird inhibiert. Das führt zu einem starken Anstieg des σs-Gehalts, sodass σs 
erfolgreich um das RNAPK kompetitieren und daran binden kann. Beides, die nachlassende 
Proteolyse und die Bindung an das RNAPK, stabilisieren σs und führen zur Erhöhung der 
σs-Aktivität. Der σs-Gehalt und die σs-Aktivität unterliegen also im Wachstumszyklus einer 
umfangreichen zeitlichen und hierarchischen Regulation auf allen Ebenen der Genexpression: 
rpoS-Transkription, rpoS mRNA-Degradierung und Translation, Aktivierung von σs durch 




1.3.1. Transkriptionale und translationale Regulation  
rpoS liegt in einem Operon mit nlpD, das für ein Lipoprotein kodiert. Das Operon wird durch 
mehrere Promotoren kontrolliert (Lange und Hengge-Aronis, 1994a; Mendoza-Vargas et al., 
2009; Takayanagi et al., 1994). Von zwei benachbarten Promotoren upstream von nlpD wird 
in der LP eine bicistronische nlpD-rpoS mRNA auf basalem Niveau transkribiert (Lange und 
Hengge-Aronis, 1994a). Im offenen Leserasters des nlpD-Gens befindet sich 567 bp upstream 
vom rpoS-Transkriptionsstartpunkt der rpoS-Promotor PrpoS, der bei Stress aktiviert wird 
(Lange et al., 1995) und durch ArcA, CRP (Mika und Hengge, 2005) und MqsA (Wang et al., 
2011) reguliert wird. Als Antwort auf Stress wird von ihm eine monocistronische 
rpoS mRNA mit einer 567 bp langen 5´-untranslatierten Region (UTR) generiert, die bei der 
Translationsinititation wichtig ist (Lange et al., 1995; Takayanagi et al., 1994). Daneben  gibt 
es eventuell weitere Promotoren in diesem Operon (Mendoza-Vargas et al., 2009).  
In der Log- und frühen postexponentiellen Phase wird die Transkription von rpoS vor 
allem durch das ArcBA-System und durch cAMP-CRP, die beide direkt PrpoS kontrollieren, 
sowie ergänzend durch BarA/ UvrY und (p)ppGpp reguliert (Hengge, 2011; Landini et al., 
2014) (Abb. 1.3). Die Transkription wird zwar durch das ZKS BarA/ UvrY induziert 
(Mukhopadhy et  al., 2000) und außerdem durch (p)ppGpp unterstützt (Gentry et al., 1993), 
bleibt aber trotzdem gering, da PrpoS durch das ArcBA-ZKS inhibiert wird (Mika und Hengge, 
2005). Das ArcBA-System nimmt den Energie- und Redoxzustand der Zelle wahr und wird 
bei Energiemangel in Anwesenheit von Sauerstoff durch oxidierte Quinone aktiviert 
(Georgellis et al., 2001; Malpica et al., 2004 und 2006; Mika und Hengge, 2005). Bei Nicht-
Stress inhibiert es die rpoS-Transkription, indem durch ArcB phosphoryliertes ArcA an zwei 
Bindestellen direkt an PrpoS bindet. Da diese Bindestelle mit der Bindestelle für den 
Transkriptionsaktivator CRP (Kolb et al., 1993) überlappt, verhindert ArcA als Anti-
Aktivator die Bindung von CRP und damit die Aktivierung der Transkription (Mika und 
Hengge, 2005). Weiterhin phosphoryliert ArcB auch den σs-Erkennungsfaktor RssB, der dann 
σs bindet und σs der Proteolyse durch ClpXP zuführt (siehe Kapitel 1.3.2.1). Das trägt 
zusätzlich zur Instabilität von σs bei (Abb. 1.3).  
Die Translation der rpoS mRNA ist in der LP und PP ebenfalls gering, da die 
rpoS mRNA wie andere RNAs auch durch RNAsen wie RNAse E (McCullen et al., 2010; 
Resch et al., 2008) und RNAse III (Basineni et al., 2009) degradiert wird und außerdem die 




enthält, basengepaart ist, sodass die Ribosomen nicht daran binden können, um die 
Translation zu initiieren (Brown und Elliot, 1997; Cunning et al., 1998; Hirsch und Elliott, 
2005; Lange und Hengge-Aronis, 1994; Lease und Belfort, 2000; Lease und Woodson, 2004; 
Lease et al., 1998; Majdalani et al., 1998; Muffler et al., 1996a). Die Translation wird zwar 
durch das histonähnliche Protein HU (Balandina et al., 2001) und durch Bindung von H-NS 
an die mRNA (Barth et al.1995; Brescia et al., 2004; Yamashino et al., 1995) positiv 
reguliert, diese können die Basenpaarung jedoch nicht effizient aufheben.  
In der PP steigt die Transkriptionsrate sukzessive auf das 5–10-fache (Lange und 
Hengge-Aronis, 1994), weil erstens die Repression von PrpoS durch das ArcBA-System 
aufgehoben wird, da ArcA bei Energiemangel oder oxidierten Chinonen durch ArcB mit Hilfe 
der sRNA ArcZ dephosphoryliert wird, sodass es von PrpoS abfällt und die Transkription 
initiiert wird (Georgellis et al. 1998; Malpica et al., 2006; Mika und Hengge, 2014; 
Peña-Sandoval et al., 2005). Zweitens wird die Expression von σs durch cAMP/ CRP und 
(p)ppGpp aktiviert, die beide bei Nährstoffmangel akkumulieren und die 
Transkriptionselongation wird durch (p)ppGpp und den Cofaktor DksA gefördert (Hirsch und 
Elliott, 2002) (Abb. 1.3).  
In der SP steigt die Translationsrate der rpoS mRNA durch Stressfaktoren wie z. B. 
hohe Osmolarität (Lange und Hengge-Aronis, 1994; Muffler et al., 1996), geringer pH-Wert 
(Bearson et al., 1996; Heuveling et al., 2008), hohe Zelldichte (Lange und Hengge-Aronis, 
1994), niedrige Temperaturen (Repoila et al., 2003; Sledjeski et al., 1996) und weitere mehr 
(Abb. 1.3). Maßgeblich daran beteiligt sind die kleinen RNAs DsrA, RprA und ArcZ. ArcZ ist 
negativ durch das ArcBA-System reguliert und akkumuliert bei niedrigem Energiegehalt 
(Mandin und Gottesman, 2010), DsrA akkumuliert bei niedrigen Temperaturen (Majdalani 
et al., 1998; Sledjeski und Gottesman, 1995; Sledjeski et al., 1996) und Säurestress (Bak 
et al., 2014; Lease et al., 2004) und RprA akkumuliert via Rcs-System bei 
Zelloberflächenstress (Ferrières und Clarke, 2003; Majdalani et al., 2001 und 2002), bei hoher 
Osmolarität (Henderson et al., 2013; Madhugiri et al., 2010; McCullen et al., 2010) und bei 
Säurestress (Bak et al., 2014; Lease et al., 2004).  
DsrA und RprA binden an die 5´UTR der rpoS mRNA, dies führt zur 
Konformationsänderung, sodass die RNAse E-Schnittstelle auf der rpoS mRNA umklappt und 
die rpoS mRNA nicht länger durch RNAse E degradiert wird (McCullen et al., 2010; Resch 
et al., 2008). Außerdem lösen DsrA und RprA zusammen mit ArcZ durch Bindung an die 




(Arluison et al., 2007; Lease und Belfort, 2000; Majdalani et al., 1998 und 2002; Mandin und 
Gottesman, 2010; Updegrove et al., 2008; Wassarman et al., 2001). Die Ausbildung von 
sRNA rpoS mRNA Komplexen wird zusätzlich durch das RNA-Bindeprotein Hfq  
unterstützt, dass in der SP akkumuliert (Brown und Elliott, 1996 und 1997; Muffler, 1996a; 
Muffler et al., 1997a; Sledjeski et al., 2001; Sobrero und Valverde, 2012). Hfq erkennt 
Sequenzen auf der rpoS mRNA, die für die Translationsaktivierung durch RprA und ArcZ 
essentiell sind und bindet in deren Nähe, wodurch die mRNA strukturell variiert wird, sodass 
RprA und ArcZ besser binden können (Soper und Woodson, 2008; Soper et al., 2010; Soper 
et al., 2011; Zhang et al., 2002). Gleichzeitig interagiert es mit den 3´-Enden der sRNAs und 
erkennt dort Uridin-reiche Sequenzen (Ishikawa et al., 2012; Otaka et al., 2011; Sauer, 2013; 
Sauer und Weichenrieder, 2011) und unterstützt so die Ausbildung von sRNA rpoS mRNA-
Komplexen (Mika und Hengge, 2014; Møller et al., 2002; Sauter et al., 2003; Schumacher et 
al., 2002; Soper et al., 2010; Valentin-Hansen et al., 2004; Zhang et al., 2003). 
In der Absterbephase wird die rpoS-Transkription durch MqsA inhibiert (Landini 
et al., 2014; Wang et al., 2011). MqsA ist Teil des MqsA/ MqsR Toxin-Antitoxin-Systems, 
das zur Zelllyse führt. Gleichzeitig wird, ausgelöst durch den massivem Nährstoffmangel, die 
Mutationsrate drastisch erhöht, sodass die Chance, dass überlebensfähige Mutanten entstehen, 
steigt (Wick et al., 2002; Zambrano et al., 1993). Zusätzlich werden etwa 1 % der Zellen mit 
Hilfe von σs und MqsA zu Persisterzellen und befinden sich dann in einem schlafänhnlichen 
Zustand, in dem sie u. a. gegen Antibiotika tolerant sind (Hong et al., 2012) und auf bessere 






Abb. 1.3: Signalintegration durch Transkriptionsfaktoren, sRNAs und Proteolyse zur Kontrolle 
von σs und σs-abhängigen Genen in E. coli. σs wird auf den vier Ebenen Transkription, Translation, 
Aktivierung durch Bindung an die RNA-Polymerase und durch Proteolyse reguliert. Verschiedene 
Umweltsignale werden mit Hilfe mehrerer Schlüssel-Signalsysteme, wie z. B. das Alarmon (p)ppGpp 
oder das ArcBA/ RssB-Phosphorelay-System, auf allen vier Ebenen integriert. Da σs mehr als 
500 Gene kontrolliert, führt die Aktivierung von σs zu umfangreichen Veränderungen der 
Genexpression. (Mika und Hengge, 2014) 
1.3.2. Posttranslationale Regulation durch Proteolyse  
Der zelluläre σs-Gehalt und die σs-Aktivität werden ganz entscheidend durch regulierte 
Proteolyse kontrolliert (Hengge, 2009 und 2011; Klauck et al., 2007; Lange und 
Hengge-Aronis, 1994). In der LP ist σs unstabil mit einer Halbwertszeit < 2 min, weil es durch 
RssB  gebunden wird und anschließend an das ClpXP-Proteasesystem abgegeben wird, wo es 
unter ATP-Verbrauch entfaltet und degradiert wird (Becker et al., 1999; Klauck et al., 2001; 
Muffler et al., 1996b). Daher ist σs in dieser Zeit kaum nachweisbar. In der PP steigt die 
Halbwertszeit von σs und in der SP wird σs stabil. Diese Stabilisierung ist zwingende 
Voraussetzung für die Erhöhung der σs-Aktivität, sodass die generelle Stressantwort ausgelöst 
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und die Zellen an die SP-Bedingungen adaptieren können. σs kann dazu auf drei Wegen 
stabilisiert werden. Erstens durch Überschwemmung der Zelle mit σs, zweitens durch 
Inhibierung der Proteolyse und drittens durch Bindung von σs an das RNAPK.  
1.3.2.1. Der proteolytische σs-Erkennungsfaktor RssB 
RssB (SpreE, YchL) wurde 1996 als σs-Regulatorprotein, das als Erkennungsprotein in die 
Proteoloye von σs involviert ist, identifiziert (Bearson et al., 1996; Becker et al., 1999; 
Muffler et al., 1996b; Pratt und Silhavy, 1996; Zhou und Gottesman, 1998). RssB ist ein 
Response-Regulator (RR) mit einer N-terminalen Receiverdomäne, die ein 
phosphorylierbares Aspartat 58 (Bouché et al., 1998) und eine C-terminale Outputdomäne 
ohne DNA-Bindemotiv besitzt, wobei die Phosphorylierung der Receiverdomäne die 
Aktivität der Outputdomäne reguliert (Becker et al. 1999, Klauck et al., 2001). Anders als in 
typischen ZKS, die aus Histidinkinase und RR bestehen und in denen der RR durch die 
Kinase phosphoryliert und so aktiviert wird, ist RssB ein sogenannter “orphan” RR ohne 
Histidinkinase. Daher benötigt RssB alternative Phosphordonoren wie Acetylphosphat (AcP) 
(Bouché et al., 1998) oder ArcB, das neben ArcA auch RssB phosphoryliert, jedoch in vitro 
mit langsamerer Kinetik (Mika und Hengge, 2005; Yamamoto, 2005). Daneben gibt es 
vermutlich weitere Phosphodonoren, da AcP- und ArcB-freie Mutanten eine gewisse 
σs-Degradierung zeigen (Mika und Hengge, 2005). 
Während unphosphoryliertes RssB nur eine geringe Affinität an σs hat (Klauck et al., 
2001), bindet an Aspartat in Position 58 phosphoryliertes RssB (RssB-P) hochaffin an σs und 
initiiert dessen Proteolyse (Becker et al., 1999; Klauck et al., 2001; Zhou et al., 2001). 
RssB-P bindet dazu in einer Stöchiometrie von 1 : 1 (Becker et al., 1999 und 2000; Klauck 
et al., 2001; Zhou et al., 2001) an σs in Region 3.0 (früher 2.5) mit Lysin 173 als für die 
Bindung essentieller Aminosäure (Becker et al., 1999). Dadurch kommt es zur 
Konformationsänderung von σs, durch die das zuvor geschlossene σs-Protein geöffnet wird 
und die N-terminale ClpX-Bindestelle mit den essentiellen Aminosäuren Histidin 9, Valin 8 
und Lysin 28 exponiert wird (Abele, 2005; Stüdemann et al., 2003). RssB-P bindet also nicht 
nur σs, sondern moduliert auch seine Eigenschaften als Proteolysesubstrat (Hengge, 2009; 
Hengge und Turgay, 2009) und σs hat distinkte Bindestellen für RssB-P und ClpX, wobei 
beide Bindungen für die σs-Proteolyse essentiell sind (Becker et al., 1999; Stüdemann et al., 




σs-RssB-P-ClpXP-Komplex entsteht (Stüdemann et al., 2003; Zhou et al., 2001). Dort gibt 
RssB-P σs zur Degradierung an ClpXP ab (Klauck et al., 2001; Zhou et al., 2001). RssB selbst 
wird nicht codegradiert, sondern wird wieder frei (Klauck et al., 2001; Zhou et al., 2001).  
RssB ist ein spezifisches σs-Regulatorprotein, das keine weiteren ClpXP-Substrate 
bindet (Zhou et al., 2001; Zhou und Gottesman, 1998) und die Interaktion von RssB-P mit σs 
ist für die Initiation der σs-Proteolyse zwingend notwendig. Die Regulation der Expression 
von RssB, des zellulären RssB-Gehalts und der RssB-Aktivität sowie der Gehalt an 
verfügbaren Phosphordonoren und das Verhältnis von RssB-P zu σs spielen deshalb eine 
zentrale Rolle bei der Regulation der Proteolyse von σs.  
1.3.2.2. Der Proteasekomplex ClpXP 
Der Proteasekomplex [(ClpP)14][(ClpX)6]2 (ClpXP) (zur Übersicht Baker und Sauer, 2012) 
besteht aus zwei ClpX-Hexameren, die ein zentrales ClpP-Tetradekamer oben und unten 
bedecken. Beide ClpX-Hexamere sind funktional (Ortega et al., 2002).  
Strukturell besteht jedes ClpX-Monomer aus einer N-terminalen Zinkbindedomäne 
und einer AAA+-ATP-Bindedomäne. Das Hexamer bildet eine Pore mit drei Loops, die sich 
am Eingang der Pore (RKH-Loop), in ihrer Mitte (Pore-1-Loop) und am Ende (Pore-2-Loop) 
befinden und die die Erkennung, Bindung und den Transport des Substrats vermitteln (Martin 
et al., 2008). Weiterhin befindet sich auf jedem Monomer ein Ar-Φ-Loop aus konservierten 
aromatisch-hydrophoben Dipeptiden (Martin et al., 2008a), der in die ClpX-Pore hineinragt 
und die Substratbindung und den Weitertransport unterstützt (Martin et al., 2008a).  
Funktionell gehört ClpX zur AAA+-Familie von ATPasen (Hanson und Whiteheart, 
2005; Neuwald et al., 1999). Es nutzt die Energie aus ATP-Bindung und -Hydrolyse, um 
Proteolysesubstrate zu erkennen, zu binden und zu entfalten (Baker und Sauer, 2012). ClpXP 
degradiert nicht nur σs, sondern viele Proteine (Schweder et al., 1996; Stephani et al., 2003). 
Bei vielen dieser Substrate, jedoch nicht bei σs, ist das Erkennungssignal ein 11 AS langer 
C-terminaler ssrA-ähnlicher tag (Bohn et al., 2002; Flynn et al., 2001; Gottesman et al., 1998; 
Herman et al., 1998; Keiler et al., 1996; Komine et al., 1994; Tu et al., 1995; Williams et al., 
1999) und die meisten Erkenntnisse zur Substratentfaltung und Degradierung wurden mit 
ssrA-getaggten Substraten gewonnen. Daneben spielt ClpX eine bedeutende Rolle als ATP-
abhängiges Chaperon bei der Proteinqualitätskontrolle nach Hitzeschock (Wawrzynow et al., 




Die Substraterkennung erfolgt entweder über einen Degradierungstag wie den ssrA-tag oder 
über ein Adaptorprotein wie bei σs. Die anschließende Substratbindung ist thermodynamisch 
an die Bindung von ATP und zweiwertigem Magnesium geknüpft (Hersch et al., 2005) und 
verläuft zweistufig (Martin et al., 2008). Der RKH-Loop am Poreneingang interagiert mit 
negativ geladenen oder hydrophoben Sequenzen des Substrats und wirkt wahrscheinlich als 
Substratfilter (Farrell et al., 2007; Martin et al., 2008; Thibault et al., 2006 und 2006a). 
Zusätzlich interagieren die Ar-Φ-Loops mit dem Substrat über hydrophobe 
Wechselwirkungen. Es wird vermutet, dass ATP-Hydrolyse zur Bewegung der Ar-Φ-Loops 
führt, sodass das Substrat von den Loops in die ClpX-Pore hineintransportiert wird (Martin et 
al., 2008a). Nach der Substratbindung formen in einem zweiten Schritt Pore-1- und Pore-2-
Loop eine Bindetasche, an die die durch RKH-Loop gefilterten Substrate binden können 
(Martin et al., 2008). Durch die abgestufte Bindung zunächst an RKH-Loop am Poreneingang 
und dann an Pore-1-Loop in der Mitte der Pore und anschließend an Pore 2-Loop am Ende 
der Pore wird das Substrat ins Innere von ClpX hineingezogen und dabei entfaltet (Martin et 
al., 2008). Die Substratentfaltung benötigt ATP (Singh et al., 2000; Thibault et al., 2006 und 
2006a) und es wird vermutet, dass auch die Bewegung der Loops ATP verbraucht (Martin et 
al., 2008). Die Halbwertszeit von Substraterkennung, Bindung, Transport und Entfaltung des 
Proteins beträgt ≥ 1,4 min (Lies und Maurizi, 2008). Es wird vermutet, dass die Entfaltung der 
geschwindigkeitsbestimmende Schritt ist (Kenniston et al., 2003; Kim et al., 2000).  
ClpX kann unterschiedliche Substrate binden und entfalten, weil sich die Pore flexibel 
ausdehnt und zusammenzieht (Baker und Sauer, 2012; Barkow et al., 2009; Glynn et al., 
2009). Das liegt daran, dass nicht alle ClpX-Monomere Substrat binden. Man unterscheidet 
ungeladene U-Monomere und substratbindende L-Monomere (Glynn et al., 2009; Hersch 
et al., 2005). Die Anordnung der Monomere ist L/U/L/L/U/L (Glynn et al., 2009), wobei 
kürzlich gezeigt wurde, dass die Anordnung der Monomere asymmetrisch ist (Stinson et al., 
2015). Dieser Aufbau begünstigt das flexible Öffnen und Schließen der Pore, da die 
U-Monomere sich gegenüber stehen und als Scharnier wirken (Baker und Sauer, 2012; Glynn 
et al., 2009). Die Anordnung der Monomere ist dynamisch und hat Einfluss auf 
ATP-Hydrolyse und Substratbindung, Substratentfaltung und -translokation (Nyquist und 
Martin, 2014; Stinson et al., 2013 und 2015).  
Die Degradierung des entfalteten Substrats setzt die Interaktion von ClpX mit ClpP 
voraus. ClpX ist ein Hexamer und ClpP ein Heptamer, sodass lange Zeit fraglich war, wie 




dass die Bindung ATP benötigt (Grimaud et al., 1998; Jones et al., 1998; Joshi et al., 2004) 
und sowohl durch Interaktionen der Loops nahe der Pore jedes Rings als auch durch periphere 
Strukturelemente in den ClpX- und ClpP-Monomeren stabilisiert wird (Martin et al., 2007). 
Zusätzlich befinden sich auf den ClpX-Loops konservierte Tripeptide (IGF in E. coli), die an 
hydrophobe Bereiche auf der Oberfläche von ClpP binden und für die Bindung an ClpX 
essentiell sind (Bewley et al., 2006; Kim et al., 2001). Die IGFs erhöhen wahrscheinlich die 
strukturelle Flexibilität der ClpX-Loops und tragen so dazu bei, die Asymmetrie zwischen 
ClpX und ClpP zu überwinden (Glynn et al., 2009; Kim et al., 2001). Außerdem induzieren 
die IGFs in ClpP wahrscheinlich eine Ausdehnung der Pore, sodass das Substrat von ClpX 
übernommen werden kann und die ClpP-Pore passieren kann (Kirstein et al., 2009; Lee et al., 
2010; Martin et al., 2007). 
ClpP wird als Pro-Enzym exprimiert (Maurizi et al., 1990), von dem anschließend 
autoproteolytisch ein 14 AS-langes N-terminales Peptid entfernt wird, sodass ClpP entsteht. 
Strukturell besteht ClpP aus zwei ringförmigen ClpP-Heptamer-Untereinheiten, die 
übereinander gelagert sind und deren Monomere eine Pore formen (Flanagan et al., 1995; 
Kessel et al., 1995; Shin et al., 1996). Der Poreneingang wird aus 21 AS gebildet, von denen 
größere Loops ins Poreninnere ragen (Bewley et al., 2006; Gribun et al., 2005; Ingvarsson 
et al., 2007; Kang et al., 2004; Kim und Kim, 2008; Szyk und Maurizi, 2006; Wang et al., 
1997 und 1998). Dadurch ist der Poreneingang sehr eng, was absichert, dass nur vollständig 
entfaltete Substrate aufgenommen werden (Bewley et al. 2009; Lee et al., 2010). Im Inneren 
von ClpP erweitert sich die Pore zu einer proteolytischen Kammer. 
Funktionell ist ClpP eine Serinprotease, die Peptide unter ATP-Verbrauch transloziert 
und degradiert, indem die Peptidbindungen hydrolisiert werden (Arribas und Castano, 1993; 
Gottesman et al., 1993; Wang et al., 1997; Wojtkoviak et al., 1993). Die Translokation kann 
sowohl vom C- als auch vom N-Terminus des Substrats starten (Aubin-Tam et al., 2011; 
Gonciarz-Swiatek et al., 1999; Gottesman et al., 1998; Kenniston et al., 2005; Lee et al., 
2001) und setzt keine spezifischen Erkennungssequenzen oder Ladungen voraus (Barkow 
et al., 2009). Die Translokation erfolgt ruckartig in 5 bis 8 AS-Schritten (~10 Å-Schritte) mit 
einer Geschwindigkeit von ca. 1800 AS/ min, wobei sich Bewegung und Stillstand 
abwechseln (Aubin-Tam et al., 2011; Maillard et al., 2011; Martin et al., 2008b; Sen et al., 
2013; Shin et al., 2009). So treten die Peptide in die proteolytische Kammer ein. Diese ist mit 
50 Å relativ groß und kann theoretisch einige hundert AS Substrat aufnehmen (Wang et al., 




erreicht, dass dazwischen nur maximal 8 AS Substrat passen. Daher wird ein Peptid sofort 
automatisch von mehreren aktiven Zentren gebunden und in der Zeit von ca. 1/10.000 min 
degradiert (Thompson und Maurizi, 1994). Anschließend werden die degradierten Fragmente 
durch Konformationsänderung von ClpP entlassen (Sprangers et al., 2005).  
1.3.2.3. Regulation der σs-Proteolyse im Verlauf des Wachstumszyklus 
Der zelluläre σs-Gehalt und die σs-Proteolyseaktivität verändern sich im Verlauf des 
Wachstumszyklus stark. Während σs in der LP zügig degradiert wird, erfordert die Induktion 
der generellen Stressantwort in der SP eine schnelle Akkumulation von σs, die neben einer 
erhöhten Transkription und Translation vor allem durch Inhibierung der Proteolyse realisiert 
wird. Durch die basale Expression von σs ist prinzipiell stets σs vorhanden. Es wird in 
ungestressten Zellen rasch abgebaut, während unter verschiedenen Stressbedingungen der 
Abbau inhibiert wird (Abb. 1.4).  
 
 
Abb. 1.4: Molekulare Mechanismen der σs-Regulation. Die RssB/ClpXP-abhängige σs-Proteolyse 
wird bei Integration verschiedener Stress-Signale durch die drei Mechanismen Kompetition, Titrierung 
und Sequestrierung reguliert. (Hengge, 2011) 
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Die σs-Proteolyserate wird durch folgende Faktoren beeinflusst: Stress, Substratverfügbarkeit, 
σs : RssB-Verhältnis, RssB-Aktivität, ATP-Angebot, Verhältnis von σs zu anderen ClpXP-
Substraten und Geschwindigkeit des ClpXP-Systems. 
Physiologisch wird die σs-Proteolyse  in nicht pathogenen E. coli-Stämmen bei Eintritt 
in die SP und bei anderen Stressbedingungen inhibiert. Dies wurde für sehr viele Stressarten 
gezeigt (Battesti et al., 2011; Hengge, 2009 und 2011; Landini et al., 2014). Wie wird diese 
Inhibierung realisiert? 
Die σs-Proteolyserate ist abhängig von der Substratverfügbarkeit und an das 
Vorhandensein von freiem σs geknüpft, da Eσs nicht degradiert wird (Typas und Hengge, 
2006). RssB-P und RNAPK konkurrieren also um σs (Zhou et al., 2001). Die Bindung von σs 
an das RNAPK unterliegt wiederum der Kompetition von σs mit den anderen Sigmafaktoren. 
In der LP ist die Kompetitionseffizienz von σs sehr gering, daher dominiert RssB-P über das 
RNAPK. In der SP steigt die Kompetitionseffizienz von σs, da der zelluläre σs-Gehalt steigt, 
Rsd (Jishage und Ishihama, 1999) und 6S-RNA (Trotochaud und Wassarman, 2005) σ70 
sequestrieren und Crl (Bougdour et al., 2004; Typas et al., 2007a) und (p)ppGpp gezielt die 
Bildung von Eσs forcieren. Daher steht nun zunehmend weniger freies σs als 
Proteolysesubstrat zur Verfügung. Allerdings wird σs während der Transkription aus dem 
Eσs-Komplex gelöst und muss für jeden Transkriptionszyklus erneut an das RNAPK binden. 
Dadurch ist der Prozess hochdynamisch und RssB-P kann immer wieder neu mit dem 
RNAPK um σs kompetitieren.  
Weiterhin wird die Proteolyserate durch das Verhältnis von σs : RssB moduliert, weil 
RssB der limitierende Faktor der Proteolyse ist (Pruteanu und Hengge-Aronis, 2002) und die 
Bindung an σs in einer Stöchiometrie von 1 : 1 erfolgt (Becker et al., 1999 und 2000; Klauck 
et al., 2001; Zhou et al., 2001), sodass ein hoher σs-Gehalt RssB austitriert. Außerdem ist die  
Expression von RssB σs-abhängig (homöostatischer Feedbackzyklus) (Pruteanu und 
Hengge-Aronis, 2002). In der LP beträgt das zelluläre Verhältnis von σs zu RssB ca. 20 : 1 
(Becker et al., 2000). Da der proteolytische Zyklus von σs sehr schnell ist und gezeigt wurde, 
dass RssB zwischen den einzelnen Proteolysezyklen nicht rephosphoryliert werden muss 
(Kanow-Scheel, 2008), reicht der geringe RssB-P-Gehalt aus, um σs effizient der Proteolyse 
zuzuführen. In der SP hingegen steigt der σs-Gehalt durch Erhöhung der Transkriptions- und 
Translationsrate stark an, während der RssB-Gehalt zwar auch ansteigt, jedoch RssB 
wahrscheinlich nicht mehr ausreichend phosphoryliert wird. Zwar wird die Expression von 




sodass ein hoher σs-Gehalt zum Anstieg von RssB führt, aber trotzdem kommt es in der SP 
zur Verschiebung des Verhältnisses von σs : RssB auf ca. 85 : 1 (Becker et al., 2000). Weil 
außerdem nur ca. 25 % des RssB-Pools phosphoryliert werden (Klauck, 1999) und ArcB und 
AcP nicht mehr als Phosphordonoren zur Verfügung stehen, ist das Verhältnis von RssB-P zu 
σs in der SP real deutlich niedriger, was zeigt, dass RssB-P durch den hohen σs-Gehalt 
austitriert wird (Becker et al., 2000; Pruteanu und Hengge-Aronis, 2002), während nicht 
phosphoryliertes RssB akkumuliert und für schnellen Abbau von σs zur Verfügung steht, 
sobald die Ernährungslage besser wird (Pruteanu und Hengge, 2002).  
Die Aktivität von RssB wird, wie bei anderen RR auch, durch Phosphorylierung 
reguliert. Bereits identifizierte Phosphordonoren sind AcP (Bouché et al., 1998) und ArcB 
(Mika und Hengge, 2005; Yamamoto, 2005), weitere sind wahrscheinlich vorhanden (Mika 
und Hengge, 2005). AcP ist energiereich. Es wird aus überschüssigem Acetyl-CoA gewonnen 
und entsteht außerdem als Zwischenprodukt bei der Gärung einiger Zucker. In der Zelle wird 
AcP u. a. zur Generierung von ATP genutzt, indem die Acetatkinase die Phosphorylgruppe 
von AcP auf ADP überträgt (Fuchs, 2014). RssB konkurriert also mit der Acetatkinase um 
AcP und die AcP-Konzentration korreliert außerdem mit dem ATP-Gehalt. Weiterhin 
phosphoryliert die Sensorkinase ArcB nicht nur ArcA, sondern auch RssB (Mika und Hengge, 
2005), allerdings mit 10-fach langsamerer Kinetik und nur solange das ArcBA-System nicht 
durch Energiemangel  oder oxidierte Quinone inaktiviert wird (Mika und Hengge, 2005).  
Das Angebot an Phosphordonoren für RssB ändert sich im Wachstumszyklus. 
Während in der LP RssB durch AcP und ArcB phosphoryliert wird, sinkt in der SP der 
AcP-Gehalt (Klein et al., 2007; McCleary und Stock, 1994) und ArcB wird durch oxidierte 
Quinone sukzessive inaktiviert (Mika und Hengge, 2005), sodass wegen der ungünstigen 
Kinetik ArcA als Kompetitor von RssB wirkt und RssB nicht länger durch ArcB 
phosphoryliert wird. Folglich kann neu exprimiertes RssB in der SP nicht mehr phosphoryliert 
werden. Da schon vorhandenes RssB-P im proteolytischen Zyklus nicht rephosphoryliert 
werden muss (Kanow-Scheel, 2008) und außerdem RssB-P in vitro nur etwa 5-mal erneut in 
den proteolytischen Zyklus eingehen kann (Kanow-Scheel, 2008), verliert auch dieses RssB-P 
schnell an Aktivität, sodass kein aktives RssB-P mehr vorhanden ist.  
In der SP wird die Aktivität von RssB weiterhin durch die Anti-RssB-Faktoren IraD, 
IraM und IraP moduliert, die bei spezifischen Signalen akkumulieren, dann RssB binden und 
es so sequestrieren und dadurch die Proteolyse inhibieren (Battesti et al., 2012 und 2013; 




noch weisen sie Sequenzähnlichkeit auf, außerdem unterscheiden sich die RssB-Bindestellen 
(Micevski et al., 2015). Trotzdem ist die physiologische Wirkung bei allen drei Proteinen 
dieselbe. Das weist darauf hin, dass die Bindung an RssB mehrfach unabhängig voneinander 
evolviert wurde. IraP wird bei Phosphatmangel induziert (Bougdour et al., 2006) und bindet 
C-terminal an RssB-P (Micevski et al., 2015). Die Phosphorylierung der N-terminalen 
Receiverdomäne von RssB führt dabei wahrscheinlich zum Konformationswechsel der 
C-terminalen Outputdomäne, sodass IraP dort binden und RssB-P sequestrieren kann 
(Micevski et al., 2015). IraM wird bei Magnesiummangel aktiviert und IraD bei 
DNA-Schäden und bei Eintritt in die SP (Bougdour et al., 2008; Merrikh et al., 2009). Beide 
Proteine binden bevorzugt an RssB, wobei IraD N-terminal und IraM an beide Domänen 
bindet (Micevski et al., 2015). Auch IraM und IraD sequestrieren RssB, wobei IraD zusätzlich 
in die Ablösung von σs involviert ist (Micevski et al., 2015).  
ATP ist für die Proteolyse von σs essentiell (Peterson et al., 2012), da ClpXP durch 
ATP angetrieben wird. ClpX ist eine AAA+-ATPase (Hanson und Whiteheart, 2005; Neuwald 
et al., 1999), die die Energie von ATP-Bindung und ATP-Hydrolyse nutzt für die 
Oligomerisierung zum Hexamer (Grimaud et al., 1998), die Interaktion mit ClpP (Donaldson 
et al., 2003; Gottesman et al., 1993; Grimaud et al., 1998; Jones et al., 1998; Joshi et al., 
2004; Wojtyra et al., 2003), die Substratbindung (Hersch et al., 2005), für Substratentfaltung 
und Verhinderung der Rückfaltung (Singh et al., 2000; Thibault et al., 2006) und 
wahrscheinlich auch zum Transport des entfalteten Substrats (Martin et al., 2008; Martin 
et al., 2008a). Der ATP-Bedarf von ClpX ist daher sehr hoch und liegt pro ClpX je nach 
Substrat bei ca. 100–600 ATP/ min (Burton et al., 2003; Kenniston et al., 2003). ClpP 
benötigt ATP für die Translokation des Substrats.  
In der LP gewinnt die Zelle ATP hauptsächlich durch Elektronentransport-
phosphorylierung (Fuchs, 2014), bei der ATP durch die membranständige ATP-Synthase, die 
durch den Protonengradienten über der Membran angetrieben wird, generiert wird. Da das 
Nährstoffangebot optimal ist, werden reichlich Elektronen gewonnen, sodass ein stabiler 
Protonengradient entsteht, der die ATP-Synthase antreibt. In der SP hingegen ist der 
ATP-Gehalt niedriger (Becker et al., 2000; Buckstein et al., 2008), weil das Nährstoffangebot 
limitiert ist, sodass weniger Elektronen für den Protonengradienten gewonnen werden und 




Weiterhin ist die σs-Proteolyserate abhängig vom Verhältnis von σs zu anderen 
ClpXP-Substraten, da der σs-RssB-P-Komplex mit diesen um die Bindung an ClpXP 
konkurriert.  
Auch die Geschwindigkeit des ClpXP-Systems beinflusst die σs-Proteolyserate. In der 
LP ist die Substratentfaltung durch ClpX wahrscheinlich der limitierende Faktor von ClpXP 
(Martin et al., 2007 und 2008), während in der SP vermutlich der hohe ATP-Verbrauch 
limitierend wirkt und ClpXP daher weniger aktiv ist. 
1.4. Das σs-Regulon am Beispiel des Biofilmnetzwerks 
Mehr als 10 % des Genoms werden durch σs positiv reguliert, das sind über 500 Gene    
(Patten et al., 2004; Weber et al., 2005). Auf molekularer Ebene haben die meisten Gene, die 
durch σs positiv kontrolliert werden, einen Promotorbereich, der nur von Eσs erkannt wird. Es 
gibt aber auch einige Gene, die von Eσ70 und Eσs erkannt werden. σs-abhängige Promotoren 
haben besondere Merkmale, die sie von Promotoren, die von anderen Sigmafaktoren erkannt 
werden, unterscheiden (siehe Kapitel 1.1.3). Auf physiologischer Ebene lassen sich 
σs-abhängige Gene wie folgt einteilen (Weber et al., 2005): 19 % sind Gene, die den 
Stoffwechsel modulieren, die meisten davon sind in den Energiestoffwechsel involviert. 14 % 
kodieren für Membranproteine, 11 % sind an bekannten Stressantworten beteiligt, 8 % sind 
regulatorische Gene und 5 % sind an der Prozessierung von Proteinen beteiligt. Die restlichen 
43 % waren zunächst Gene unbekannter Funktion. Von einigen weiß man inzwischen, dass 
sie in die Biofilmbildung involviert sind (Povolotsky und Hengge, 2012; Weber et al., 2005). 
Das σs-Regulon umfasst also Gene verschiedenster physiologischer Funktionen und diese 
Gene sind häufig selbst in Netzwerken organisiert, wie z. B. dem Biofilm-Netzwerk 
(Abb. 1.5). Dadurch entsteht in der Zelle ein hierarchisches Regulationsnetzwerk mit σs als 
Masterregulator und sekundären Regulatoren, die σs-abhängig eigene, kleinere Netzwerke 
kontrollieren. 
Einer dieser sekundären Regulatoren ist CsgD, der bei Temperaturen unter 30 °C die 
Biofilmbildung kontrolliert  (Brombacher et al., 2003 und 2006; Prigent-Combaret et al., 
2001) (Abb. 1.5). Ein Biofilm ist ein hochstrukturierter Zellverband auf einer Oberfläche, an 
die sich die Zellen heften und mit einer schützenden Matrix aus extrazellulären Substanzen 
wie z. B. Curlifiasern und Zellulose umgeben (Costerton et al., 1995). Im Biofilm finden sich 




räumlicher Anordnung (Serra et al., 2013; Serra und Hengge, 2014) (Abb. 1.5) und es ist 
wahrscheinlich, dass die Ergebnisse dieser Arbeit, die in Flüssigkultur erhoben wurden, auf 
die Schichtung im Biofilm übertragbar sind. Langzeitkultivierung von Zellen auf Agarplatten 
führt zu dreidimensionalen Makrokolonien. In diesen befinden sich die agarnahen Zellen in 
der PP, synthetisieren keine Matrixkomponenten und bilden Flagellen, die sich wegen der 
hohen Zelldichte miteinander verknäulen, während sich die agarfernen Zellen in der SP 
befinden, keine Flagellen synthetisieren und stattdessen Matrixkomponenten produzieren 
(Serra und Hengge, 2014; Serra et al., 2013 und 2013a). Beim Wachstum der Makrokolonie 
werden die Zellen vom agarnahen in den agarfernen Bereich geschoben und wechseln dabei 
ihren physiologischen Zustand. Das ist assoziiert mit der Induktion der σs-abhängigen 
Matrixsynthese (Abb. 1.5). 
Die räumliche Regulation des physiologischen Zustands im Biofilm wird entscheidend 
durch einen unterschiedlichen Gehalt des sekundären Botenstoffes zyklisches di-GMP 
(c-di-GMP) realisiert, der in hohen Konzentrationen das flagellare Netzwerk inhibiert und die 
Zellulose- und Curlisynthese aktiviert (Hengge, 2009a, 2010 und 2011; Povolotsky und 
Hengge, 2012; Römling et al., 2013; Sondermann et al., 2012). Der zelluläre 
c-di-GMP-Gehalt wird durch Diguanylatzyklasen (DGC) und Phosphodiesterasen (PDE) 
kontrolliert, die zur Familie der GGDEF/ EAL-Proteine gehören und die zu mehr als 60 % 
unter σs-Kontrolle stehen. In E. coli gibt es 29 solcher Proteine (Hengge, 2009a; Sommerfeldt 
et al., 2009), die entweder als DGC c-di-GMP aus 2 GTP verknüpfen oder es als PDE spalten 
(sowie einige Proteine mit degenerierter Funktion) und so den c-di-GMP-Gehalt kontrollieren 
(Hengge, 2009a, 2010 und 2011; Jenal, 2004; Jenal und Malone, 2006; Römling und 








Abb. 1.5: Masterregulatoren und sekundäre Botenstoffe bei der physiologischen Differenzierung 
von Biofilmen und Makrokolonien in E. coli. Die zweilagige Schichtung von Makrokolonien (oben 
und unten, symbolysiert blau und rot) unterliegt derselben Nährstofflimitierung, die den Wechsel von 
postexponientieller Phase (PP) zu stationärer Phase (SP) auslöst. Der Wechsel wird durch 
Sigmafaktorkompetition um das RNAPK (vor allem σ70/σFliA und σs) und die inverse Koordination 
zweier Transkriptionskaskaden reguliert. Die erste Kaskade kontrolliert die Flagellensynthese 
(cAMP-CRP/FlhDC/σ70/σFliA; links, Transkriptionsfaktoren: blau oval). Die zweite Kaskade 
kontrolliert die Curli- und Zellulosesynthese (σS/MlrA/CsgD; rechts, Transkriptionsfaktoren: rot oval). 
c-di-GMP-synthetisierende Diguanylatzyklasen (DGC) werden durch  hellrote Ovale symbolisiert, 
c-di-GMP-abbauende Phosphodiesterasen (PDE) durch blaue Sechsecke und c-di-GMP-bindende 
PilZ-ähnliche Effektorproteine durch violette Fünfecke. Blaue und rote Pfeile zeigen typische 
Stresssignale für PP und SP. Gelbe Pfeile symbolisieren zusätzliche, noch unbekannte Signale, die von 
der N-terminalen Sensordomäne vieler DGCs und PDEs wahrgenommen werden. (Hengge et. al., 
2015) 
1.5. Die E. coli K12-Stämme MC4100 und W3110  
Vor Beginn dieser Arbeit wurde bereits viele Jahre lang an der σs-Proteolyse in E. coli 
geforscht und viele zentrale Fragestellungen wurden mit dem E. coli K12-Stamm MC4100 





































Mika und Hengge, 2005; Muffler et al., 1996a und 1996b; Stüdemann et al, 2003). MC4100 
war gemeinsam mit dem E. coli K12-Stamm MG1655 jahrelang ein klassischer Laborstamm 
bei der Bearbeitung genetischer und molekularbiologischer Fragestellungen. Für die 
Aufklärung der molekularen Grundlagen der Biofilmbildung ist der MC4100 jedoch 
ungeeignet, da er keine Flagellen bildet und diese bei der Biofilmbildung eine Rolle spielen, 
da Zellen im Biofilm in einem räumlichen Gradienten beides zeigen, d. h. Bereiche in denen 
Flagellen oder Matrix gebildet werden (Serra et al., 2013 und 2014). Deshalb wird für 
Arbeiten zur Biofilmbildung häufig der motile E. coli K12-Stamm W3110 verwendet. Die 
Biofilmbildung und ihr Regulator CsgD sind Teil des σs-Regulons und σs ist entscheidend an 
der Regulation der Biofilmbildung beteiligt. Da bekannt war, dass sich MC4100 und W3100 
in einigen Mutationen unterscheiden und der Sigmafaktor-Gehalt inklusive σs in W3110 
höher ist als in MC4100 (Jishage et al., 1996), wurde es nötig, die Erkenntnisse zur Proteolyse 
und Stabilisierung von σs, die in MC4100 gewonnen wurden, auf den W3110 zu übertragen. 
Deshalb wurde in dieser Arbeit die σs-Proteolyse in W3110 untersucht und mit der Proteolyse 
in MC4100 verglichen.  
Das E. coli K-12 Genom wurde erstmalig 1997 sequenziert (Blattner et al., 1997) und 
besteht aus 4288 proteinkodierenden Genen, 7 rRNA-Operons und 86 tRNA-kodierenden 
Genen. Inzwischen wurden die Ergebnisse mehrfach aktualisiert, unter anderem von Hayashi 
et al., 2006; Riley et al., 2006 und Serres et al., 2001. Der Ursprungs-E. coli-Laborstamm 
wurde 1922 aus dem Stuhl eines Diphteriepatienten isoliert (Lederberg, 1951) und danach 
einige Jahre lang standardmäßig verwendet (Tatum und Lederberg, 1947), bis sich zeigte, 
dass dieser Ursprungsstamm pathogen ist, da er die menschliche Fruchtbarkeit verändert 
(Lederberg, 1951a). Anschließend wurde der Ursprungsstamm mit Röntgenstrahlen 
mutagenisiert und auf Nicht-Pathogenität selektiert und es entstand 1944 der ursprüngliche 
E. coli K12-Stamm (Gray und Tatum, 1944), aus dem im Laufe der Jahre tausende Mutanten 
generiert wurden. 
Der Stamm W3110 entstand in mehreren Schritten (Abb. 1.6). Zunächst wurde aus 
dem Ursprungs-E. coli K12-Stamm mit dem Genotyp λ F+ durch UV-Bestrahlung und 
Selektion auf Blutagar der Stamm W1485 mit dem Genotyp F+ λ- generiert. Dann wurde 
durch weitere Selektion auf Motilitätsagar der motile Stamm W2637 mit dem Genotyp 
F  λ  Galgering isoliert und anschließend durch Selektion auf EMB-Gal-Agar der motile, 
β-Galactosidasepositive positive Klon W3110 mit dem Genotyp F- λ- isoliert (Bachmann, 




Genotyp F- λ - IN(rrnD-rrnE)1 rph-1 (Bachmann, 1996 und 1972; Hill und Harnish, 1981; 
Jensen, 1993; CGSC, Yale). Er trägt eine Inversion zwischen den Genen rrnD und rrnE, die 
für zwei ribosomale RNAs kodieren, die an der Ribosomensynthese beteiligt sind (Hill und 
Harnish, 1981). Außerdem hat er eine 1 bp-lange Deletion im rpH-Gen, das für RNase PH 
kodiert. Diese Deletion führt zur Verschiebung des Leserasters über 15 Codons und hat in 
Minimalmedium einen polaren Effekt auf pyrE, das für ein Enzym kodiert, dass in die 




Abb. 1.6: Entstehung der beiden E. coli K12-Stämme MG1655 (Derivat von MC4100) und 
W3110 aus dem K12-Ursprungsstamm. Aus dem K12-Ursprungsstamm wurde durch 
UV-Bestrahlung und anschließende Selektion auf Blutagar der Stamm W1485 generiert, der eine 
Deletion durch den λ-Phagen trägt. Dann wurde durch weitere Selektion auf Motilitätsagar der motile 
Stamm W2637 isoliert und durch Selektion auf EMB-Gal-Agar der motile, β-Galactosidasepositive 
positive Klon W3110 isoliert. Außerdem wurde aus dem Stamm W1485 durch Behandlung mit 
Acridinorange der Stamm MG1655, ein Derivat des Stammes MC4100, erzeugt. (Jensen, 1993) 
Da bis Mitte der 1980er Jahre Stämme bei Raumtemperatur aufbewahrt wurden, war die 
genetische Stabilität nicht gewährleistet und mobile genetische Elemente konnten Mutationen 
einfügen (Naas et al., 1994 und 1995; Rodriguez et al., 1992). Erst danach setzte sich die 
Aufbewahrung in Glyzerinstocks bei −80 °C durch, sodass die Stämme genetisch stabil 
blieben. Von dem heutigen Stamm W3110 mit dem Genotyp F- λ - IN(rrnD-rrnE)1 rph-1 
existieren unzählige Klone, die weltweit in den Laboren aufbewahrt werden. So existieren 
z. B. in Japan mindestens 11 verschiedene W3110-Linien, die sich genetisch in fünf Gruppen 
untergliedern (Jishage und Ishihama, 1997). Die A-Gruppe entspricht dem Wildtyp. Die 




fehlen σs und σF. Deshalb sind Ergebnisse zur σs-Proteolyse, die mit der B- und D-Gruppe des 
W3110 erzielt wurden, nur bedingt mit Arbeiten aus der A-Gruppe vergleichbar. 
Der in dieser Arbeit verwendete W3110-Stamm ist ein Originalstamm der A-Gruppe 
von Barbara Bachmann, der seit seiner Ankunft in den späten 1980er-Jahren stets bei −80 °C 
aufbewahrt wurde, sodass weitere Mutationen ausgeschlossen werden können. 
Der Stamm MC4100 ist ein Derivat des E. coli K12-Stammes MG1655, der aus dem 
Stamm W1485 durch Behandlung mit Acridinorange entstand (Jensen, 1993). Durch weitere 
Mutationen wurde daraus der Stamm MC4100 konstruiert, der heute 11 Mutationen trägt und 
folgenden Genotyp aufweist: F-, [araD139]B/r, Del(argF–lac)169, λ-, e14-, flhD5301, 
Δ(fruK–yeiR)725(fruA25), relA1, rpsL150(strR), rbsR22, Del(fimB fimE)632(::IS1), deoC1  
(Casadaban, 1976; Casadaban und Cohen, 1979; Komeda und Iino, 1979; Peters et al., 2003; 
CGSC, Yale). Auch von diesem Stamm existieren weltweit mehrere Varianten, die sich u. a. 
in ihrem (p)ppGpp-Gehalt, ihrer Wachstumsrate und dem σs-Gehalt unterscheiden (Spira 
et al., 2008). Bei genauerer Betrachtung fallen im Kontext dieser Arbeit vor allem die 
flhD5301-, relA1- und fimB–fimE-Mutationen des Stammes MC4100 auf, da diese Gene 
Einfluss auf die Motilität, die (p)ppGpp-Synthese und auf fimbriale Adhäsine haben. 
1.5.1. Die flhD5301-Insertion des MC4100 
Der Stamm MC4100 ist eine flhD5301-Mutante. Er hat ein IS-Element stromaufwärts von 
flhDC, das zu einer Leserasterverschiebung in flhDC führt (Ferenci et al., 2009; Komeda und 
Iino, 1979). FlhD formt zusammen mit FlhC den Masterregulator der flagellaren Genkaskade 
FlhDC, der als transkriptionaler Aktivator flagellare Klasse 2 Gene aktiviert (Liu und 
Matsumara, 1994; Liu et al., 1995). Daher hat dieser Stamm kein σF und ist nicht motil. 
Weiterhin  exprimiert er die durch σF regulierte Phosphodiesterase PdeH nicht, weshalb er 
bereits in der PP eine erhöhte c-di-GMP-Konzentration aufweist.  
1.5.2. Die relA1-Insertion des MC4100 
Der Stamm MC4100 hat eine IS2-Insertion zwischen dem 85. und 86. Codon des Gens relA1 
(Durfee et al., 2008; Metzger et al., 1989). Dieses Gen kodiert für die (p)ppGpp-Synthase, die 
als stringenter Faktor bei AS-Mangel Phosphatreste von ATP auf GTP oder GDP überträgt, 




Edlin und Broda, 1968; Gallant, 1979; Metzger et al., 1988). (p)ppGpp löst nach 
Akkumulation die stringente Antwort aus, durch die die Ribosomenbiosynthese drastisch 
reduziert wird (Paul et al., 2004) (siehe Kap. 1.2.1. unter PP). relA-Mutanten können auf 
basalem Niveau (p)ppGpp synthetisieren, da mit SpoT eine zweite (p)ppGpp-Synthase 
existiert, die allerdings nicht bei AS-Mangel aktiviert wird (Hernandez und Bremer, 1991; 
Laffler und Gallant, 1974). Die (p)ppGpp-Syntheseaktivität von SpoT ist geringer als von 
RelA und relA-Mutanten zeigen keine Akkumulation von (p)ppGpp bei AS-Mangel. SpoT 
reagiert jedoch auf diverse Nährstoffmangelbedingungen mit verstärkter (p)ppGpp-Synthese. 
Die (p)ppGpp-Synthese wird bei einer Vielzahl von Signalen aktiviert und ein hoher 
zellulärer (p)ppGpp-Gehalt führt zu umfassenden Veränderungen der Genexpression. 
relA spoT-Mutanten zeigen einen pleiotropen Phäneotyp, sie sind komplett relaxiert (Stent 
und Brenner, 1961), zeigen deutlich langsameres Wachstum (Uzan und Danchin, 1978) und 
sind nicht zur generellen Stressantwort fähig (Gentry et al., 1993). Auch in anderen 
Organismen spielt (p)ppGpp eine zentrale Rolle und ist dort u. a. in die Regulation der 
Sporulation, die Biofilmbildung, Quorum sensing, die Kompetenzentwicklung, 
Antibiotikaproduktion und Pathogenität involviert (Jain et al., 2006). Wegen dieser Vielzahl 
der Effekte gilt (p)ppGpp als generelles Stressantwort-Alarmon (Balsalobre, 2011).  
Der Einfluss von (p)ppGpp ist dosisabhängig (Traxler et al., 2011). Bei moderatem 
(p)ppGpp-Gehalt wird u. a. die Expression von σs aktiviert, sodass der zelluläre σs-Gehalt 
steigt (Magnusson et al., 2005; Potrykus and Cashel, 2008; Traxler et al., 2011). Bei sehr 
hohem (p)ppGpp-Gehalt hingegen werden verstärkt σs-abhängige Gene exprimiert. Praktisch 
alle RNAP-Moleküle haben dann (p)ppGpp gebunden, dies erhöht die Affinität der RNAP für 
alternative Sigmafaktoren wie σs und stabilisiert so σs, da σs an der RNAP vor Bindung durch 
RssB geschützt ist.  
1.5.3. Die fimB–fimE Deletion des MC4100 
Der Stamm MC4100 hat eine 1018 bp-lange Deletion zwischen den Genen fimB–fimE, die 
553 bp von fimB und 5 bp von fimE umfasst, wobei die Deletion mit einer IS1-Insertion 
assoziiert ist (Peters et al., 2003; Turlan und Chandler, 1995). Daher bildet er keine Fimbrien. 
Beide Gene sind in die Regulation der Fimbrien-Strukturgene involviert. Fimbrien 
sind haarähnliche Zellanhänge, die insbesondere bei pathogenen Stämmen die Anheftung an 




regulieren die Expression der Fimbrien-Strukturgene durch Phasenvariation. FimB wirkt 
dabei als Rekombinase, die zusammen mit FimE die Inversion eines kurzen DNA-Stücks 
katalysiert, wodurch die Expression der Strukturgene an- und abgeschaltet wird (Blomfield 
et al., 2001; Gally et al., 1996).  Die Expression von FimB wird durch (p)ppGpp-positiv und 







Die Degradierung von Proteinen ist ein ubiquitäres Mittel für die Proteinqualitätskontrolle 
und die Kontrolle des zellulären Proteingehalts in allen Organismen. In Eukaryonten ist 
regulierte Proteolyse von zentralen Regulatorproteinen zur Kontrolle zellulärer Vorgänge 
schon lange bekannt. In den letzten beiden Jahrzehnten konnte gezeigt werden, dass dieses 
Regulationsprinzip auch in Prokaryonten verwirklicht ist.  
σs (RpoS) ist der Masterregulator der generellen Stressantwort. σs wird in 
ungestressten Zellen auf Basalniveau exprimiert und rasch degradiert. In gestressten Zellen 
wird die Expression von σs gesteigert und die σs-Proteolyse inaktiviert. σs wird an der 
RNA-Polymerase (RNAP) stabilisiert und programmiert die Promotererkennung der RNAP 
um, sodass σs-abhängige Gene, die Teil des großen, über 500 Gene umfassenden 
σs-Netzwerks sind, aktiviert werden.  
Die Proteolyse von σs ist bereits gut untersucht (zusammengefasst in Hengge, 2008; 
Hengge-Aronis, 2002b; Klauck et al., 2007). Der phosphorylierte Response-Regulator RssB 
(RssB-P) bindet mit hoher Affinität 1 : 1 an σs und markiert σs so für die Proteolyse durch den 
Proteasekomplex [(ClpP)14][(ClpX)6]2 (ClpXP). Die Bindung von RssB-P an σs katalysiert in 
σs eine Konformationsänderung, durch die die Bindestelle für die AAA+-ATPase ClpX 
exponiert wird. Anschließend bindet der σs-RssB-P-Komplex an ClpXP, σs wird von ClpX 
unter ATP-Verbrauch gebunden, entfaltet, in die Serinprotease ClpP transloziert und dann 
unter weiterem ATP-Verbrauch von ClpP degradiert. RssB-P wird dabei nicht codegradiert, 
sondern wird wieder frei und kann, da es nicht dephosphoryliert wird, sofort das nächste 
σs-Molekül binden und dem Abbau zuführen.  
Die zentrale Fragestellung dieser Arbeit war, wann und wodurch σs im Verlauf des 
Wachstumszyklus in den beiden E. coli K12-Laborstämmen W3110 und MC4110 stabilisiert 
wird. In der Zelle wird die Höhe des zellulären σs-Gehalts durch mehrere Prozesse bestimmt: 
σs-Biosynthese, σs-Proteolyse sowie Stabilisierung von σs durch Bindung an die RNAP. Die 
Entscheidung, ob und in welchem Umfang σs degradiert bzw. stabilisiert wird, unterliegt 
einem hochkomplexen Zusammenspiel aus RssB-Phosphorylierung, Titrierung/ Limitierung, 
Sequestrierung und Kompetition. Dieses war vorher überwiegend qualitativ beschrieben 
worden und sollte nun, ausgehend von detaillierten Bestimmungen der σs-Halbwertszeiten 
sowie des σs- und ATP-Gehalts im Verlauf des gesamten Wachstumszyklus, quantitativ 




Da viele Arbeiten zur σs-Proteolyse in dem E. coli K12-Laborstamm MC4100 gewonnen 
wurden und in den letzten Jahren aber vermehrt mit dem E. coli K12-Stamm W3110 
gearbeitet wird, sollten die Untersuchungen vergleichend in beiden Stämmen vorgenommen 
werden und geprüft werden, inwieweit die früheren Ergebnisse von MC4100 auch auf den 








3. MATERIALIEN UND METHODEN 
3.1.  Chemikalien und Materialien 
Chemikalien und Materialien stammen, soweit nicht anders angegeben, von folgenden 
Firmen: Applichem (Darmstadt), Biorad (München), Biozym (Hessisch Oldendorf), Carl Roth 
GmbH & Co (Karlsruhe), Greiner Labortechnik (Frickenhausen), Millipore, Roche 
(Grenzach-Wyhlen), Serva (Heidelberg), Sigma (Deisenhofen) und VWR International 
(Radnor, USA). Medienzusätze wurden von den Firmen Difco Laboratories (Augsburg), Otto 
Nordwald GmbH (Hamburg) und Applichem (Darmstadt) verwendet. Weitere Chemikalien, 
Materialien und Geräte sind in Tab. 3.1 aufgeführt.  
 









3MTM PetrifilmeTM select E. coli 3M 
α-rabbit-Antikörper Sigma 
Acetylphosphat Sigma 
Acrylamid/ Bisacrylamid Roth 
Agarose Biozym 
Autoklav D150 Systec 
Antibiotika  Roche, Roth, Merck 
APS Roth 
ATP Roche  
BCIP/ NBT AppliChem 
Blotanlage Biorad 
Blotmembran „Immobilon“ für Proteine Millipore 
Bromphenolblau Roth 
Brutschrank Memmert 
BSA Sigma Aldrich 
Chamäleon Hidex Oy  
Coomassie Brilliant Blau R-250 Applichem 




Geldokumentationsanlage Alpha Innotech Corporation 











Medien und Medienzusätze Difco Laboratories 
Millipore-Filter (Rotilabo®-Spritzenfilter) Roth 
Nanodrop Peqlab 
NiNTA Qiagen 
Photometer Ultraspec 1000 Amersham Biosciences Europe 
GmbH PhosphoImager Fujifilm Co. 
Polymerae OptiTaq Roboklon 
Prestained Protein Marker NEB 
Rotiphorese Gel 30 Roth 
Sterilfilter Millipore  
Thermocycler (PCR-Gerät) Peqlab 
Transblotapparatur Biorad 
TEMED Roth 
Whatman Gel-Blotting-Papier Roth 
Zentrifugen Eppendorf, Hereaus 
 
3.2.  Bakterienstämme und Plasmide 
Die in dieser Arbeit verwendeten E. coli K12-Bakterienstämme sind in den Tab. 3.2 und 3.3 
angegeben. Für alle Experimente in dieser Arbeit mit dem Stamm MC4100 wurde die interne 
Stammsammlungsnummer 111 verwendet, für Experimente mit dem Stamm W3110 wurde 
die Nummer 120 verwendet.  
Für Sterilitätstests von Langzeitkulturen wurde außerdem der Bacillus subtilis 
Stamm 168 mit dem Genotyp trpC2 Wildtyp (Anagnostopoulos und Spizizen, 1961) benutzt.  
 
Tab. 3.2: Verwendete E. coli K12-Bakterienstämme. 
Stamm Genotyp Referenz 
MC4100 
 
E. coli K12 
F- araD139 Δ (arg-lac)U169 deoC  flbB5301 relA1 
rpsL150 ptsF25 rbsR  
Silhavy et al., 1984 
RH90 MC4100 rpoS::tn10 Laborsammlung 
W3110 
 







GB328** W3110 fliA::cat, polare Mutation auf fliZY Laborsammlung 




Desweiteren wurde der Bakteriophage λvir verwendet (Laborsammlung) und das Plasmid 
pCP 20 (Helferplasmid mit FLP-Rekombinase, temperaturinduzierbarer Promotor, 
temperatursensitiver ori, ampicillinresistent, chlorampenicolresistent, (Datsenko und Wanner, 
2000)). 
3.3. Medien und Medienzusätze  
Für Medien wurde das Medium Luria-Bertani (LB) nach Silhavy et al., 1984 verwendet (10 g 
Trypton, 5 g Hefeextract, 8 g NaCl ad 1 l Aqua bidest). Für Festkulturen wurden zu 1 l 
Medium 16 g Span-Agar zugesetzt, anschließend wurde das Medium autoklaviert. Nach dem 
Abkühlen wurden ca. 25 ml in Petrischalen mit 9,6 cm Durchmesser gegossen. Für 
Reproduktionen wurden dieselben Medienchargen verwendet. 
Die benutzten Medienzusätze sind in Tab. 3.3 aufgeführt. Die Zusätze wurden als 
1000-fache Stammlösungen angesetzt (Natriumcitrat 50-fach), mit einem Sterilfilter mit 
einem Porendurchmesser von 0,45 µm sterilfiltriert und bei -20 °C (Natriumcitrat bei 4 °C) 
aufbewahrt.  
 







Chloramphenicol 70 % Ethanol 25 µg/ ml 
Kanamycin Aqua dest 50 µg/ ml 
IPTG Aqua dest 1 µM 
Natriumcitrat Aqua dest 20 mM 






3.4.  Mikrobiologische Methoden  
3.4.1.  Sterilisation   
Laborglas wurde 4 h bei 180 °C in trockener Hitze sterilisiert. Medien, Puffer und Lösungen 
wurden 20 min bei 1 bar und 121 °C autoklaviert. Hitzesensitive Lösungen wurden mit einem 
Sterilfilter mit einem Porendurchmesser von 0,45 µm sterilfiltriert. 
3.4.2.  Aufbewahrung von Bakterienstämmen  
Bakterienstämme auf festem Medium wurden maximal eine Woche bei 4 °C aufbewahrt. Für 
eine längere Aufbewahrung wurden Übernachtkulturen in LB mit DMSO versetzt (7 % 
Endkonzentration) und in Cryoröhrchen bei –86 °C aufbewahrt. 
3.4.3.   Wachstumsbedingungen   
Flüssigkulturen wurden aerob bei 37 °C oder 28 °C im Reagenzglasroller, im 
Inkubationsschüttler oder im Schüttelwasserbad bei 250 rpm kultiviert. Die Kulturgefäße 
wurden mit 10 % ihres Volumes (in seltenen Ausnahmen bis 20 %) befüllt. Die optische 
Dichte bei 578 nm (OD) wurde zur Inokulation, wenn nicht anders angegeben, auf 0,05 
eingestellt.  
Flüssige Langzeitkulturen wurden aerob bei 37 °C oder 28 °C im Schüttelwasserbad 
bei 250 rpm kultiviert. Als Kulturgefäße wurden 300 ml Enghals-Erlenmeyerkolben 
verwendet, diese wurden mit 45 ml Medium befüllt.  
Festkulturen wurden bei 37 °C oder 28 °C im Brutschrank oder Brutraum inkubiert. 
3.4.4.  Bestimmung der Zelldichte in Flüssigkulturen  
Die Zelldichte einer Bakteriensuspension wurde mit Hilfe der OD bestimmt. Als Referenz 
wurde bakterienfreies Ausgangsmedium verwendet. Proben mit einer OD ≥ 0,3 wurden 1 : 10 





3.4.5. Bestimmung der Lebendzellzahl  
3.4.5.1. Bestimmung der Lebendzellzahl bei einer bestimmten optischen Dichte 
Zur Bestimmung der Lebendzellzahl (LZ) wurde bei verschiedenen ODs entlang der 
Wachstumskurve eine Probe entnommen und sofort auf Eis gestellt. Nach rascher 
Bestimmung der OD wurde die Probe in eiskalter, steriler Saline (0,9 % NaCl) schnell bis 10-7 
verdünnt. Danach wurden 100 µl ausgewählter Verdünnungsstufen zügig auf LB-Platten 
ausplattiert und über Nacht im Wärmeschrank inkubiert. Am folgenden Tag wurde die 
Lebendzellzahl/ ml bestimmt.  
Für die Bestimmung des zellulären ATP-Gehalts mit dem „ATP Bioluminescence 
Assay Kit HS II“ (Kap. 3.5.11) wurde die LZ für bestimmte ODs auf eine Nachkommastelle 
aus den diskreten Originaldaten interpoliert (Tab. 4.3). Dabei wurde vorausgesetzt, dass sich 
die LZ linear ändert. 
3.4.5.2. Bestimmung der Lebendzellzahl von Langzeitkulturen 
Zur Bestimmung der Lebendzellzahl (LZ) von Langzeitkulturen wurden täglich 25 µl Probe 
entnommen, in steriler Saline (0,9 % NaCl) in 10er Schritten bis 10-7 verdünnt und 
anschließend 10 µl jeder Verdünnungsstufe auf LB-Platten gespottet. Nach Inkubation im 
Wärmeschrank wurde am nächsten Tag die Lebendzellzahl/ ml bestimmt.  
3.4.6. Langzeitüberleben von Bakterien 
Langzeitkulturen wurden unter standardisierten Bedingungen aerob bei 37 °C oder 28 °C im 
Schüttelwasserbad bei 250 rpm kultiviert. Als Kulturgefäße dienten 300 ml Enghals-
Erlenmeyerkolben, diese wurden einmalig mit 45 ml LB-Medium befüllt und mit 
Bakterienkultur mit einer Anfangs-OD von 0,05 beimpft. Die Lebendzellzahl wurde täglich 
durch Spotten auf LB-Platten bestimmt (Kap. 3.4.5.2) Anschließend wurden die Platten mit 
einer PENTAX *ist DL-Spiegelreflexkamera fotografiert mit einer Brennweite von 50 mm, 
Blende 5,6 und einer Belichtungszeit von 1/8 sec. 
Nach Beendigung des Langzeittests wurde die Sterilität der Kulturen getestet. Dazu 
wurden zunächst Kolonien mit unterschiedlicher Koloniemorphologie mehrfach auf 




3MTM PetrifilmeTM select E. coli ausgestrichen. Die Petrifilme enthalten β-Glucuronidase als 
einzige Kohlenstoffquelle und weisen selektiv E. coli (und in seltenen Fällen Shigella) nach. 
Zweitens wurden dieselben Kolonien in einer Kolonie-PCR eingesetzt zur Amplifikation des 
uidA-Gens, das für die β-Glucuronidase kodiert. Bei beiden Tests dienten Bacillus subtilis- 
und frische W3110-Zellen als Kontrollen.  
3.4.7. P1-Lysat 
Für die Herstellung eines P1-Lysats wurden 5 ml Übernachtkultur des Donorstammes 1 : 60 
verdünnt und bei 37 °C bis zu einer OD von etwa 0,3 kultiviert. Nach Zugabe von 50 µl 1M 
CaCl und 50 µl Wildtyp P1vir-Lysat erfolgte die Lyse der Bakterienzellen bei 37 °C für ca. 
4 h. Nach Sichtbarwerden der Lyse wurden 250 µl Chloroform zur Abtötung der Zellen 
hinzugegeben. Nach kurzem Vortexen und 15 min Inkubation bei 37 °C wurde das Lysat für 
10 min bei 2650 g abzentrifugiert und der Überstand in ein Glasröhrchen überführt. Nach 
Zugabe von 100 µl Chloroform wurde das Phagenlysat bei 4 °C aufbewahrt. 
3.4.8. P1-Transduktion  
Für die P1-Transduktion wurde zunächst vom Donorstamm ein P1-Lysat hergestellt. Mit 
diesem wurde dann der Rezipientenstamm infiziert. Dazu wurden 5 ml Übernachtkultur des 
Rezipientenstammes 10 min bei 2650 g abzentrifugiert, anschließend wurde das Zellpellet in 
2,5 ml 10 mM MgSO4 resuspendiert und mit 5 mM CaCl2 versetzt. Dann wurden 200 µl 
Zellsuspension mit 100 µl P1-Lysat gemischt, als Kontrolle dienten Zellen ohne Lysat. Die 
Kulturen wurde 10 min bei Raumtemperatur kultiviert, dann wurden 0,5 ml LB-Medium 
hinzugegeben. Nach 20-minütigem Rollen bei 37 °C wurden 50 µl Natriumcitrat zupipettiert, 
danach wurden die Zellen auf Selektionsmedium ausplattiert und über Nacht im 
Wärmeschrank inkubiert. 
3.4.9. Motilitätsassay 
Um die Motilität zu testen, wurden Übernachtkulturen angezogen. Von diesen wurde die 
optische Dichte bei 578 nm bestimmt und auf OD 4,0 eingestellt. Anschließend wurden 4 µl 




pipettiert. Die Inkubation der Platten erfolgte bei 28 °C für 6 h und bei 37 °C für 4 h. 
Anschließend wurden die Schwimmhöfe ausgemessen. 
3.5.  Biochemische und molekularbiologische Methoden  
3.5.1.  TSS-Transformation mit pCP20 
Die TSS-Transformation wurde im Wesentlichen nach Chung et. al., 1989 durchgeführt. 
Dafür wurde 1 ml Kultur des Rezipientenstammes bei 37 °C bis zu einer OD von etwa 0,5 
inkubiert. Dann wurden 200 µl Kultur W3110 fliA::cat mit 200 µl 2x TSS (20 % (w/v) PEG-
6000, 100 mM MgSO4, 90 ml LB-Medium, nach dem Autoklavieren 10 ml 100 % DMSO 
zugeben) und 1,5 µl Plasmid pCP 20 versetzt und 30 min auf Eis inkubiert. Anschließend 
erfolgte für 1 h die phänotypische Expression bei 30 °C. Danach wurden die Zellen auf 
antibiotikahaltige Selektionsplatten ausplattiert und über Nacht inkubiert. 
3.5.2. Kolonie-PCR 
Die PCR-Reaktion wurde im Wesentlichen nach Sambrook et al., 1989 durchgeführt. Ein 
PCR-Ansatz mit einem Reaktionsvolumen von 50 µl enthielt: 1 Einheit OptiTaq-Polymerase, 
1x OptiTaq-Reaktionspuffer, 1 mM dNTPs, 0,4 pM Primer 1, 0,4 pM Primer 2, 
Koloniematerial als DNA-Template und Aqua dest.  
3.5.3. Agarosegelelektrophorese 
Zur Auftrennung von DNA-Fragmenten wurden die Proben mit 6-fach DNA-Ladepuffer 
(0,25 % Bromphenolblau, 0,25 % Xylencyanol, 30 % Glycerin in 1x TAE) gemischt und in 
Agarosegelen (1 % Agarose in TAE-Puffer (50x TAE-Stammlösung: 242 g Tris; 57,1 ml,  
Eisessig; 100 ml 0,5 M EDTA ad 1 L Aqua bidest)) aufgetragen. Zur Größenbestimmung 
wurde ein DNA-Längenstandard mit aufgetragen. Die Elektrophorese erfolgte in 1x TAE 
Puffer bei 90 V für ca. 1 h. Anschließend wurde die DNA etwa 20 min mit Ethidiumbromid 




3.5.4. Bestimmung des Proteingehalts in Flüssigkulturen 
Die Proteinkonzentration einer Bakteriensuspension wurde mit Hilfe der OD bestimmt. Dabei 
wurde ausgenutzt, dass 1 ml Zellsuspension bei einer OD von 1 etwa 107 µg Protein 
entsprechen (R. Hengge, unpublizierte Daten) und die Zunahme des Proteingehalts mit der  
Zunahme der OD korreliert.  
3.5.5. SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)   
Zur Extraktion von Proteinen aus Bakterienkulturen wurden die Proben sofort nach der 
Entnahme mit 10 % Trichloressigsäure (Endkonzentration) versetzt und mindestens 30 min 
oder über Nacht auf Eis gefällt. Danach wurden die Proben 10 min bei 22330 g 
abzentrifugiert, der Überstand vorsichtig abgesaugt und das Pellet zweimal mit 1 ml eiskaltem 
Aceton, gefolgt von 10 min Zentrifugation bei 22330 g, gewaschen. Danach wurde das Pellet 
im Wärmeschrank getrocknet und anschließend mit 1x SDS-Probenpuffer (0,06 M Tris 
(pH 6,8), 2 % SDS, 10 % Glycerin, 3 % ß-Mercaptoethanol, 0,005 % Bromphenol-Blau) 
versetzt, sorgfältig resuspendiert und 10 min bei 100 °C erhitzt. Anschließend wurden die 
Proben bei –20 °C aufbewahrt. 
Die SDS-PAGE wurde im Wesentlichen nach Laemmli, 1970 und Sambrook et al., 
1989 durchgeführt. Dafür wurde in einer Gelelektrophoreseapparatur ein Polyacrylamid-Gel 
gegossen. Dieses bestand aus einem 12 %-igen Trenngel (2,5 ml LT-Puffer (36,34 g Tris, 
0,8 g SDS in 200 ml Aqua bidest, pH 8,8), 4 ml Rotiphorese Gel 30 
(Acrylamid : Bisacrylamid 37,5 : 1), 3,45 ml Aqua bidest, 5 µl TEMED, 25 µl 10 % APS), 
welches mit einem 4 %-igen Sammelgel (1,25 ml UP-Puffer (6,06 g Tris, 0,8g SDS in 
100 ml Aqua bidest, pH 6,8), 0,65 ml Rotiphorese Gel 30, 3,07 ml Aqua bidest, 5 µl TEMED, 
25 µl 10 % APS) überschichtet worden war. Nach dem Befüllen der Gelapparatur mit 
SDS-Laufpuffer (25 mM Tris, 0,19 M Glycerin, 0,1 % SDS) und Auftrag der Proben erfolgte 
die Auftrennung der Proteine bei 25 mA/ Gel und 400 V. Anschließend wurden die Gele 
leicht modifiziert nach Fairbanks et. al., 1971 mit Coomassie Brilliant Blue 
(25 % Isopropanol, 10 % Essigsäure, 0,05 % Coomassie Brillant Blue R-250) gefärbt, kurz 
erhitzt und anschließend mit 10 % Essigsäure entfärbt oder es erfolgte alternativ das Blotten 




3.5.6.  Immunoblot-Analyse (Western Blot)  
Der spezifische Nachweis von Proteinen erfolgte mit der Immunoblot-Analyse. Dazu wurden 
die Proteine nach der SDS-PAGE in einer Transblot-Apparatur auf eine Polyvinylidenflourid-
Membran (PVDF-Membran) transferiert. Vor dem Transfer wurde die Membran 10 sec in 
Methanol aktiviert, dann kurz mit Aqua bidest abgespült und in Transblotpuffer (25 mM Tris, 
192 mM Glycin, 20 % Methanol) äquilibriert und anschließend auf das SDS-Gel gelegt. Gel 
und Membran wurden zwischen zwei Whatmanpapieren positioniert und in der Blotapparatur 
mit Schwämmen fixiert. Der Blotvorgang erfolgte in eiskaltem Transblotpuffer für eine 
Stunde bei 100 Volt und maximaler Stromstärke. 
Nach dem Transfer der Proteine auf die Membran wurde diese mindestens eine Stunde 
in M-TBST (TBST-Puffer (20 mM Tris (pH 7,5), 150 mM NaCl, 0,05 % Tween-20) mit 
5 % Milchpulver) inkubiert, um unspezifische Bindestellen zu blockieren. Danach wurde die 
Membran mit dem primären Antikörper (anti-σs, anti-Crl oder anti-Rsd), gelöst in M-TBST, 
2 h unter leichtem Schütteln inkubiert. Nun wurde 3-mal mit TBST für 10 min unter leichtem 
Schütteln gewaschen. Anschließend wurde die Membran mit dem sekundären Antikörper 
(Anti-IgG, Alkalische Phosphatase), gelöst in M-TBST, inkubiert. Danach wurde die 
Membran zweimal mit TBST für jeweils 10 min gewaschen und anschließend in AP-Puffer 
(100 mM Tris (pH 9,5), 100 mM NaCl, 5 mM MgCl2) 10 min äquilibriert. Dann wurde die 
Membran  mit der Färbelösung (10 ml AP-Puffer, 33 µl BCIP Lösung (50 mg/ ml in 
Dimethylformamid), 66 µl NBT Lösung (50 mg/ ml in 70 % Dimethylformamid)) entwickelt 
und die Farbreaktion anschließend mit Leitungswasser gestoppt. 
3.5.7.  Nicht-radioaktive Bestimmung der σs-Halbwertszeit in vivo  
Zur Bestimmung der σs-Halbwertszeit T1/2 in vivo wurde zu verschiedenen Zeitpunkten 
entlang der Wachstumskurve ein kleiner Teil der Kultur in einen vorgewärmten 
Erlenmeyerkolben überführt und dann die Proteinbiosynthese mit 1,5 mg/ ml Spectinomycin 
inhibiert. Anschließend wurden in kurzen Zeitabständen Proben mit 40 µg Gesamtprotein 
entnommen, der Abbau mit 10 % eiskalter Trichloressigsäure (Endkonzentration) inhibiert, 
die Proben auf Eis gesammelt, gefällt, mit SDS-Probenpuffer versetzt und aufgekocht (Kap. 
3.5.5). Dann wurden je 3 µg Gesamtprotein jeder Probe in der SDS-PAGE aufgetrennt, im 




dem Programm Image Gauge Version 3.45 (Fuji Photo Film Co.) quantifiziert. Aus dem 
sinkenden σs-Gehalt nach Spectinomycinzugabe wurde anschließend die σs-Halbwertszeit T1/2 
berechnet.  
3.5.8.  Bestimmung des zellulären σs-Gehalts in vivo 
Zur Bestimmung des zellulären σs-Gehalts in W3110 und MC4100 wurde in Zeitabständen 
von 20 min entlang der Wachstumskurve Proben mit 40 µg Gesamtprotein entnommen, die 
optische Dichte bei 578 nm bestimmt und die Proteinbiosynthese durch Zugabe von 
10 % eiskalter Trichloressigsäure (Endkonzentration) inhibiert. Alle Proben wurden auf Eis 
gesammelt, gefällt, mit SDS-Probenpuffer versetzt und aufgekocht (Kap. 3.5.5). Als Kontrolle 
diente der Stamm RH90, hier wurden die Proben stündlich entnommen.  
Nun wurden je 2,5 µg Gesamtprotein jeder Probe in der SDS-PAGE aufgetrennt. 
Außerdem wurde ein definierter σs-Standard (Kap. 3.5.9) in abnehmender Konzentration mit 
aufgetrennt. Alle Proben wurden im Westernblot mit anti-σs-Antikörper analysiert und danach 
wurde die Schwärzung der Banden mit dem Programm Image Gauge quantifiziert 
(Kap. 3.5.6). Anschließend wurde mit Hilfe des σs-Standards eine σs-Standardfunktion 
erstellt. Mit dieser konnte der σs-Gehalt in den unbekannten Proben berechnet werden.  
Zur Berechnung des σs-Gehalts in Molekülen/ Zelle wurde mit Hilfe des verwendeten 
Probenvolumens die eingesetzte Lebendzellzahl bestimmt (Tab. 4.3), aus diesen Angaben 
konnte anschließend die Lebendzellzahl/ µg GP berechnet werden. Außerdem wurde mit 
Hilfe des σs-Standards eine Standardfunktion erstellt, mit der der σs-Gehalt/ µg GP berechnet 
wurde. Aus diesen Angaben wurde, unter Einbeziehung des Molekulargewichts, der 
σs-Gehalt/ Zelle berechnet. 
3.5.9. Erstellung eines definierten σs-Standards 
Für den definierten σs-Standard wurde gereinigtes σs-Wildtyp-Protein benutzt (Geschenk von 
E. Klauck). Dieses war zuvor vom Vektor pQE30Xa (IPTG-induzierbarer 
Überexpressionsvektor von Qiagen, von dem rpoS mit N-terminalem 6-fach-Histag und 
Factor Xa-Schnittstelle exprimiert wird, ampicillinresistent) überexprimiert und mit NiNTA 
(Qiagen) gereinigt worden. Danach war der 6-fach-Histag mit FaktorXA-Protease (Qiagen) 




Vom gereinigten σs-Wildtyp-Protein wurde die Proteinkonzentration mit einem bovinen 
Serumalbumin-Standard (BSA-Standard) bestimmt. Dazu wurden Konzentrationsreihen von 
BSA und σs angefertigt, in der SDS-PAGE aufgetrennt, mit Coomassie Brilliant Blue gefärbt 
und mit Image Gauge ausgewertet. Anschließend wurde eine BSA-Standardfunktion erstellt 
und damit die σs-Proteinkonzentration berechnet. Zur Verifizierung des Ergebnisses wurde 
die Proteinkonzentration zusätzlich mit dem Nanodrop bestimmt. 
3.5.10. Bestimmung des zellulären Crl-und Rsd-Gehalts in vivo 
Zur Bestimmung des zellulären Crl-bzw. Rsd-Gehalts in W3110 und MC4100 wurde in 
Zeitabständen von 20 min entlang der Wachstumskurve Proben mit 40 µg Gesamtprotein 
entnommen, die optische Dichte bei 578 nm bestimmt und die Proteinbiosynthese durch 
Zugabe von 10 % eiskalter Trichloressigsäure (Endkonzentration) inhibiert. Alle Proben 
wurden auf Eis gesammelt, gefällt, mit SDS-Probenpuffer versetzt und aufgekocht 
(Kap. 3.5.5).  
Dann wurden 5 µg Gesamtprotein (Crl) bzw. 10 µg Gesamtprotein (Rsd) jeder Probe 
in der SDS-PAGE aufgetrennt. Alle Proben wurden im Westernblot mit anti-Crl- bzw. 
anti-Rsd-Antikörper analysiert und mit dem Programm Image Gauge quantifiziert. Danach 
wurde jeweils der höchste Proteingehalt auf 100 % gesetzt. Davon ausgehend wurde der 
relative Proteingehalt (in Relation zum höchsten Proteingehalt) bestimmt.  
3.5.11. Bestimmung des zellulären ATP-Gehalts in vivo 
Zur quantitativen Bestimmung des zellulären ATP-Gehalts wurde das hochsensitive „ATP 
Bioluminescence Assay Kit HS II“ von Roche verwendet, mit dem ATP im Bereich von 10-5 
bis 10-12 M nachgewiesen werden kann. Das Kit nutzt die ATP-Abhängigkeit der Licht 
emittierenden Luciferase von Photinus pyralis aus, die die Reaktion von ATP + D-Luziferin 
+ O2 zu Oxiluziferin + PPi + AMP + CO2 + Licht katalysiert. Nach der Michaelis-Menten-
Gleichung gilt: Lichtintensität = (Vmax × CATP)/(Km + CATP). Für geringe ATP-
Konzentrationen mit CATP < Km kann diese Gleichung vereinfacht werden zu 
Lichtintensität = (Vmax × CATP)/ Km. In diesem Fall ist die Lichtintensität direkt proportional 
zur ATP-Konzentration (CATP) und abhängig von der Menge an Luziferase (Vmax). 




3.5.11.1. Vorbereitende Arbeiten 
Da es für die Anwendung des ATP-Assays notwendig war, die eingesetzte Zellzahl auf 
5 × 106 Zellen/ ml zu normieren, wurde zunächst die Lebendzellzahl (LZ) bei verschiedenen 
ODs bestimmt und ein Standard-Pipettierschema entwickelt, um schnell und reproduzierbar 
die gewünschte LZ bei jeder beliebigen OD einstellen zu können.  
Die lyophilisierte Luciferase wurde in 10 ml Verdünnungspuffer gelöst, 5 min auf Eis 
inkubiert, sehr vorsichtig gemischt und anschließend aliquotiert und schockgefroren. Reste 
von einmal aufgetautem Reagenz wurden, wenn sie am selben Tag nicht mehr benötigt 
wurden, verworfen.  
Das lyophilisierte ATP wurde mit Verdünnungspuffer auf 16,5 mM ATP eingestellt, 
aliquotiert und bei -20 °C für maximal vier Wochen gelagert. Für den ATP-Standard wurden 
mit frisch aufgetautem ATP Verdünnungsstufen von 10-6 bis 10-12 M ATP auf Eis in 
Verdünnungspuffer hergestellt, der Nullabgleich erfolgte mit Verdünnungspuffer ohne ATP. 
Aus den Messwerten wurde eine Standardfunktion erstellt. Einmal aufgetautes ATP wurde 
maximal 8 h lang verwendet. Bei mehrstündigen Messreihen wurde deshalb nach 8 h ein 
neuer ATP-Standard mit frisch aufgetautem ATP hergestellt und eine neue Standardfunktion 
erstellt.  
Von allen Proben inklusive Nullabgleich wurden jeweils 25 µl wie unter 
ATP-Messung beschrieben in den Assay eingesetzt. Als Qualitätskontrolle bei den 
Messungen wurden folgende Richtwerte benutzt: 10-5 M ATP liegen im Bereich von          
20–40 Millionen counts, 10-11 M ATP liegen im Bereich von 300–400 counts. 
3.5.11.2. ATP-Messung  
Alle Arbeiten erfolgten zügig auf Eis. Reaktionsvolumen und Inkubationszeiten wurden 
standardisiert, um dieselbe Reaktionskinetik zu gewährleisten. Zur Messung der 
Lichtintensität wurde ein Chamäleon mit Luminometerfunktion (Chameleon-425-104 
multilabel plate scintillation counter, Hidex Oy, Turku, Finland) verwendet, das 
Emissionsmaximum lag bei 562 nm. Die Messungen der Proben erfolgten in schwarzen 
96-well-Mikrotiterplatten, um Kreuzreaktionen zwischen den wells zu minimieren. Zur 
Messung und Auswertung wurde das Programm CommFiler benutzt. 
Als Kontrollen wurden ein leeres well, Verdünnungspuffer sowie LB-Medium 




sämtlichen Proben (ATP-Standard, Blank, Kontrollen, Zellkulturproben) wurden 25 µl Probe 
mit 25 µl Lysereagenz versetzt und 5 min auf Eis inkubiert, um den Einfluss endogener 
ATPasen zu minimieren. Zellkulturproben wurden zuvor mit Verdünnungspuffer auf 
5 × 106 Zellen/ ml eingestellt. Nach 4,5 min wurden 50 µl Reaktionsansatz in eine 
Mikrotiterplatte überführt und nach exakt 5 min Inkubationszeit wurde die Reaktion mit 50 µl 
frisch aufgetauter Luciferase gestartet. Exakt 10 sec danach erfolgte die Messung der 
Lichtintensität. 
3.5.11.3. Berechnung des ATP-Gehalts 
Aus den Messwerten der Verdünnungsreihe des ATP-Standards wurde eine Standardfunktion 
erstellt, mit deren Hilfe die ATP-Stoffmenge in den Zellkulturproben berechnet wurde. Dabei 
wurden folgende Zellvolumina benutzt (Anja Richter, unpubliziert): Für OD < 0.5 wurden 
2,5 × 0,8 µm = 1,26 × 10-15 l zugrunde gelegt, für OD 0,5–3,0 wurden 
2,0 × 0,8 µm = 1,0 × 10-15 l verwendet und für OD > 3,0 wurden 1,2 × 0,8 µm = 0,60 × 10-15 l 
eingesetzt. 
3.6. Approximation von Parametern in Bereichen zwischen Messpunkten 
3.6.1. Approximation von σs-Proteolyse- und Syntheserate 
Die σs-Proteolyse- und Syntheserate wurden schrittweise linear interpoliert. Dabei wurde 
vorausgesetzt, dass sich die σs-Halbwertszeit, der σs-Gehalt sowie die Menge an 
synthetisierten und degradierten σs-Molekülen/ Zelle zwischen zwei diskreten Messwerten 
kontinuierlich verändern.  
3.6.1.1. Interpolation der σs-Halbwertszeiten 
Die σs-Halbwertszeiten wurden im Verlauf des Wachstumszyklusses ermittelt (Kap. 3.5.7, 
4.1.1 und 4.1.2). Sie zeigten eine annähernd lineare Zunahme (abgesehen von der ÜP), eine 
lineare Ausgleichsgerade bestätigte das. Anschließend wurden die σs-Halbwertszeiten 
zwischen zwei diskreten Messwerten schrittweise linear interpoliert. Dabei wurden Stetigkeit 




3.6.1.2. Interpolation des σs-Gehalts  
Der σs-Gehalt wurde im Verlauf des Wachstumszyklusses ermittelt (Kap. 3.5.8 und 4.3.1). 
Die Zunahme des σs-Gehalts im Verlauf des Wachstumszyklusses war nicht linear, sondern 
entsprach einer höhergradigen Polynomfunktion. Durch eine Polynomialfunktion 9. Grades 
konnten die Veränderungen des σs-Gehalts mit R > 0,9 angenähert werden, allerdings ist diese 
Funktion wegen des hohen Grades instabil. Darum wurde zwischen zwei diskreten 
Messwerten schrittweise linear interpoliert. Dabei wurde vorausgesetzt, dass der Verlauf der 
kontinuierlichen Funktion keine größeren Schwankungen aufweist und dass Stetigkeit und 
Differenzierbarkeit gegeben sind. 
3.6.1.3. Interpolation der degradierten σs-Moleküle/ Zelle 
Mit Hilfe der σs-Halbwertszeit T1/2 (Kap. 3.5.7, 4.1.1 und 4.1.2) und dem σs-Gehalt (Kap. 
3.5.8 und 4.3.1) bei einem diskreten Messwert wurde die Anzahl der degradierten 
σs-Moleküle/ Zelle zwischen zwei diskreten Messwerten schrittweise berechnet. Dabei wurde 
ausgenutzt, dass im Verlauf von T1/2 die Hälfte der vorhandenen σs-Moleküle/ Zelle 
degradiert wird.  
3.6.1.4. Interpolation der synthetisierten σs-Moleküle/ Zelle 
Mit Hilfe der approximierten σs-Halbwertszeit (Kap. 3.6.1.1), dem approximierten σs-Gehalt 
(Kap. 3.6.1.2) und der approximierten Anzahl der degradierten σs-Moleküle/ Zelle zwischen 
zwei diskreten Messwerten (Kap. 3.6.1.3) wurde die Anzahl der synthetisierten 
σs-Moleküle/ Zelle zwischen diesen Messwerten berechnet. Dabei wurde angenommen, dass 
nach Abzug der degradierten σs-Moleküle/ Zelle vom σs-Gehalt zu einem bestimmten 
Zeipunkt die Differenz zum σs-Gehalt in diesem Zeitpunkt genau der Anzahl an neu 
synthetisierten σs-Molekülen/ Zelle entspricht. Ein Beispiel ist in Tabelle 4.1 gezeigt. 
3.7.  Computerprogramme und Datenbanken  
Für diese Arbeit wurden hauptsächlich die folgenden Computerprogramme genutzt: Microsoft 




Für Informationen zu den E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 wurde das Coli Genetic 
Stock Center, Yale (CGSC) genutzt (http://cgsc2.biology.yale.edu/index.php). Für  
Informationen zu E. coli K12-Genen und Proteinen wurden die E. coli-Datenbanken EcoCyc 
(http://ecocyc.org) und EcoGene (http://ecogene.org) sowie das National Center for 












4.1. Proteolyse und Stabilisierung von σs im Wachstumszyklus der beiden 
E. coli K12-Stämme MC4100 und W3110 
Viele grundlegende Einsichten zur σs-Proteolyse wurden durch Arbeiten mit dem Stamm 
MC4100 gewonnen (Becker et al., 1999; Kolmsee und Hengge, 2011; Lange und 
Hengge-Aronis, 1994; Mika und Hengge, 2005; Muffler et al., 1996a und 1996b; Stüdemann 
et al., 2003). Da in den letzten Jahren vermehrt mit dem Stamm W3110 gearbeitet wird, war 
fraglich, ob die Erkenntnisse zur Proteolyse und Stabilisierung von σs aus dem MC4100 auf 
den Stamm W3110 übertragbar sind, denn es war bekannt, dass sich beide Stämme genetisch 
voneinander unterscheiden und dass außerdem der Sigmafaktor-Gehalt in W3110 etwa 
doppelt so hoch ist wie in MC4100 (Jishage et al., 1996). Weiterhin existieren mehrere 
Subtypen von beiden Stämmen (Jishage und Ishihama, 1997; Naas et al., 1994 und 1995; 
Rodriguez et al., 1992; Spira et al., 2008), weshalb Ergebnisse unterschiedlicher  
Arbeitsgruppen nur bedingt vergleichbar sind. Daher war fraglich, ob frühere Ergebnisse zur 
Proteolyse und Stabilisierung von σs aus dem MC4100 auf den Stamm W3110 übertragbar 
sind und ob es Unterschiede bei den σs-Halbwertszeiten und der Stabilisierung von σs 
zwischen beiden Stämmen gibt. 
Ein für die vorliegende Arbeit wesentlicher Unterschied zwischen beiden Stämmen 
besteht in den Mutationen flhD5301 und relA1. Da der MC4100 eine flhD5301-Mutante ist 
(Komeda und Iino, 1979), ist er im Gegensatz zum W3110 nicht motil. Die Unterschiede 
zwischen beiden Stämmen sollten jedoch auf die PP begrenzt sein, da Motilität nur in dieser 
Wachstumsphase auftritt. Es wurde vermutet, dass die flhD5301-Mutation erstens 
Auswirkungen auf den Abbau von σs durch ClpXP haben könnte, da der motile W3110     
ATP für den ATP-intensiven Antrieb des Flagellenmotors verbraucht und dass die Mutation 
zweitens Auswirkungen auf die Stabilisierung von σs am RNAPK haben könnte, da σs in 
W3110 in der PP mit σF um Bindung an das RNAPK kompetitiert. 
Der Stamm MC4100 weist als relA1-Mutante (Durfee et al., 2008; Metzger et al., 
1989) einen reduzierten (p)ppGpp-Gehalt auf (Bergman et al., 2014). Die Akkumulation von 
(p)ppGpp in der PP und SP ist von zentraler Bedeutung für die Adaption der Zellen an die SP, 
da (p)ppGpp bei AS-Mangel u. a. die stringente Antwort auslöst, die die Translation inhibiert 




generellen Stressantwort, da (p)ppGpp die RNAP empfänglicher für alternative 
Sigmafaktoren macht und so die Kompetitionseffizienz von σs bei der Bindung an das 
RNAPK erhöht (Jishage et al., 2002). Daher wurde vermutet, dass die relA1-Mutation in 
MC4100 Auswirkungen auf die Induktion der generellen Stressantwort haben könnte.  
Zu Beginn der Arbeit wurden in kurzen Abständen entlang des gesamten 
Wachstumszyklus quantitative Daten erhoben. Dazu wurden in beiden Stämmen nicht 
radioaktive in vivo-Abbauexperimente von σs unter standardisierten Bedingungen bei 28 °C 
und 37 °C durchgeführt und die σs-Halbwertszeiten bestimmt. Im weiteren Verlauf der Arbeit 
wurde in beiden Stämmen der zelluläre σs- und ATP-Gehalt bestimmt und das 
Langzeitüberleben untersucht. Um möglichst genaue Ergebnisse zu erhalten, wurden in der 
gesamten Arbeit die Proben in kurzen Abständen entlang des Wachstumszyklus untersucht. 
4.1.1.  Bei 37 °C wird σs in MC4100 zweiphasig und in W3110 einphasig 
stabilisiert  
Zuerst wurde die Proteolyse und Stabilisierung von σs im Wachstumszyklus des Stammes 
W3110 bei 37 °C untersucht. Für die nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimente von σs 
wurde bei verschiedenen optischen Dichten von 578 nm (OD) die Proteinbiosynthese mit 
Spectinomycin, einem Inhibitor der Proteinbiosynthese, inhibiert. Dann wurde der relative 
σs-Gehalt, ausgehend vom Beginn der Inhibierung der Proteinbiosynthese, in kurzen 
Zeitabständen bestimmt und daraus die Halbwertszeit berechnet. Die Ergebnisse (Abb. 4.1) 
zeigen, dass σs in wachsenden Zellen wie erwartet rasch abgebaut wird. Die Halbwertszeit 
beträgt bei OD 0,5 ca 2 min. Anschließend steigt die Halbwertszeit stetig. Bei Übergang in 
die SP bei OD 3,0 beträgt die Halbwertszeit ca. 14 min und in der Übernachtkultur ist die 
Halbwertszeit > 60 min, was zeigt, dass σs vollständig stabilisiert wurde.  
Als nächstes wurde die Proteolyse und Stabilisierung von σs in MC4100 bei 37 °C 
untersucht. Die Ergebnisse (Abb. 4.2) zeigen, dass σs in wachsenden Zellen schnell abgebaut 
wird. Das ist konform mit früheren Puls Chase-Untersuchungen (Lange und Hengge-Aronis, 
1994). Bei OD 0,5 beträgt die Halbwertszeit 2,5 min. Danach steigt die Halbwertszeit bis zum 
Übergang in die SP bei OD 3,0 kontinuierlich an. Mit dem Eintritt in die SP kommt es bei 
OD 3,0–4,0 unerwartet zu einem schnellen Anstieg des Abbaus und die σs-Halbwertszeit sinkt 




nimmt in 40 min von OD 4,0–4,5 um knapp das 3-fache zu. Anschließend wird σs nach und 




Abb. 4.1: σs wird in W3110 bei 37 °C sukzessive stabilisiert. Die σs-Halbwertszeiten wurden mit 
nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimenten von σs (RpoS) während des Wachstumszyklus des 
E. coli K12-Stammes W3110 in LB bei 37 °C bestimmt. (A) In vivo-Degradierungsassay von σs. Bei 
verschiedenen optischen Dichten von 578 nm (OD) wurde die Proteinbiosynthese mit Spectinomycin 
gestoppt und das Abbauexperiment gestartet. Dann wurde nach den angegebenen Zeiten der Abbau 
mit Trichloressigsäure gestoppt. Danach wurden alle Proben gefällt und jeweils 3 µg Gesamtprotein 
im Westernblot mit σs-Antikörper analysiert. Dargestellt ist ein repräsentativer Westernblot. (B, C) 
Halbwertszeiten der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD (B) und OD und Halbwertszeiten in 
Abhängigkeit von der Zeit (C), dargestellt jeweils als zusammenfassende Auswertung von vier 
Experimenten. Die ODs und die berechneten σs-Halbwertszeiten wurden gemittelt, die Fehlerbalken 
geben jeweils die Standardabweichung an. σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. 
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Abb. 4.2: σs wird in MC4100 bei 37 °C in zwei Phasen stabilisiert, die durch eine 
Übergangsphase in der frühen Stationärphase getrennt sind. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten 
wurden mit nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimenten von σs während des Wachstumszyklus des 
E. coli K12-Stammes MC4100 in LB bei 37 °C bestimmt. (A) In vivo-Degradierungsassay von σs wie 
in Abb. 4.1A beschrieben. (B, C) Halbwertszeiten der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD 
(B) und OD und Halbwertszeiten in Abhängigkeit von der Zeit (C), dargestellt jeweils als 
zusammenfassende Auswertung von vier Experimenten. Die ODs und die berechneten 
σs-Halbwertszeiten wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. 
σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Die Stabilisierung von σs verläuft zweiphasig 
mit einer zwischengeschalteten Übergangsphase zu Beginn der Stationärphase (grau). 
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Der Vergleich beider Stämme (Abb. 4.3) verdeutlicht, dass σs in MC4100 zweiphasig 
stabilisiert wird und beide Phasen durch eine Übergangsphase (ÜP) bei OD 3,0–4,0 getrennt 
sind, während σs in W3110 einphasig stabilisiert wird.  
 
 
Abb. 4.3: Vergleich der Proteolyse und Stabilisierung von σs in den beiden E. coli K12-Stämmen 
W3110 und MC4100 bei 37 °C. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten wurden mit nicht radioaktiven 
in vivo-Abbauexperimenten von σs wie in Abb. 4.1A beschrieben im Verlauf des Wachstumszyklus 
der beiden Stämme in LB bei 37 °C bestimmt. (A) Wachstumskurven beider Stämme und (B) 
Halbwertszeiten der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD dargestellt jeweils als 
zusammenfassende Auswertung von vier Experimenten. Die ODs und die berechneten σs-
Halbwertszeiten wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. σs-
Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Mit Beginn der Stationärphase wird σs in W3110 
zunehmend stabiler, während σs in MC4100 in einer Übergangsphase (grau) wieder instabiler wird.  







Es wurde vermutet, dass der nicht motile MC4100 in der PP weniger ATP verbraucht, da er 
ATP für den ATP-intensiven Antrieb des Flagellenmotors einspart, sodass σs länger von 
ClpXP abgebaut werden könnte als in W3110. Dazu wurde der σs-Abbau in W3110 fliA::scar 
untersucht (Abb. 4.4). Dieser Stamm bildet keine funktionalen Flagellen aus und ist daher 




Abb. 4.4: In der nicht motilen Mutante W3110 fliA::scar wird σs schwach zweiphasig stabilisiert. 
Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten wurden mit nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimenten von σs 
während des Wachstumszyklus der nicht motilen E. coli K12-Mutante W3110 fliA::scar in LB bei 
37 °C bestimmt. (A) Wachstumskurve. (B) In vivo-Degradierungsassay von σs wie in Abb. 4.1A 
beschrieben. (C) Halbwertszeiten der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD. σs-Halbwerts-
zeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Die Stabilisierung von σs erfolgt schwach zweiphasig, die 
Zweiphasigkeit ist jedoch geringer als in der nicht motilen flhD5301-Mutante MC4100 
(vlg. Abb. 4.2).  
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Der in vivo-Abbau von σs in W3110 fliA::scar (Abb. 4.4) zeigt, dass σs in wachsenden Zellen 
zügig abgebaut wird. Bei OD 0,5 beträgt die σs-Halbwertszeit 4 min. Anschließend steigt die 
Halbwertszeit bis OD 2,5 kontinuierlich an und sinkt dann mit Eintritt in die SP um den 
Faktor 1,6. Eine gewisse Zweiphasigkeit und damit eine Annäherung an das 
MC4100-Abbaumuster von σs sind erkennbar, jedoch ist der Effekt geringer als in MC4100. 
Das bedeutet, dass die Abwesenheit von Flagellen im Stamm MC4100 einen Einfluss hat, 
aber nicht der alleinige Grund für die unterschiedliche Stabilisierung von σs in beiden 
Stämmen ist.  
4.1.2. Bei 28 °C wird σs in beiden Stämmen zweiphasig stabilisiert 
Während Untersuchungen bei 37 °C die Situation im Wirt widerspiegeln, entsprechen 
Untersuchungen bei 28 °C der Situation nach Freisetzung in die Umwelt. Ein weiterer 
Unterschied zwischen beiden Temperaturen besteht in der Ausbildung, Zusammensetzung 
und Regulation von Biofilmen. Bei 37 °C bilden pathogene E. coli-Stämme Biofilme im Wirt 
aus. Bei diesen Biofilmen vermitteln Typ 1-Fimbrien und spezielle Adhäsine die initiale 
Anheftung an den Wirt und die dauerhafte Anheftung wird hauptsächlich durch PGA 
realisiert (Agladze et al., 2005; Danese et al., 2000; Korea et al., 2011). Unterhalb von 30 °C 
werden Biofilme hingegen außerhalb des Wirtes auf umspülten Oberflächen gebildet, z. B. in 
der Kanalisation. Diese sogenannten “submerged biofilms” werden durch CsgD reguliert 
(Brombacher et al., 2003 und 2006; Prigent-Combaret et al., 2001). Ihre Entstehung wird 
durch die Ausbildung adhäsiver Curlifimbrien initiiert und an der permanenten Anheftung 
sind Zellulose, Curlifimbrien und Colansäure involviert, während die PGA-Synthese in Folge 
der niedrigen Temperatur inhibiert wird (Beloin et al., 2008; Hengge, 2010; Karatan et al., 
2009; Pratt und Kolter, 1998; Wood et al., 2006). Die Bildung von “submerged biofilms” tritt 
nur bei Stämmen auf, die zuvor motil waren (Pratt und Kolter, 1998; Wood et al., 2006). Es 
gibt sie zwar auch vereinzelt bei nicht motilen Stämmen (Pratt und Kolter, 1999; Prigent-
Combaret et al., 2000), dies ist jedoch die Ausnahme. Die Entstehung, Zusammensetzung und 
Regulation von Biofilmen unterscheidet sich also bei beiden Temperaturen voneinander.  
Es stellte sich die Frage, wie sich die σs-Proteolyse bei 28 °C verhält, wenn 
gleichzeitig σs-vermittelt CsgD und Curlifimbrien induziert werden. Dazu wurde die 




σs entlang der Wachstumskurve vergleichend in den beiden Stämmen W3110 und MC4100 
untersucht. 
 
Abb. 4.5: σs wird in W3110 bei 28 °C in zwei Phasen stabilisiert, die durch eine Übergangsphase 
in der späten postexponentiellen Wachstumsphase getrennt sind. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten 
wurden mit nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimenten von σs während des Wachstumszyklus des 
E. coli K12-Stammes W3110 in LB bei 28 °C bestimmt. (A) In vivo-Degradierungsassay von σs wie in 
Abb. 4.1A beschrieben. (B, C) Halbwertszeiten der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD (B) 
und OD und Halbwertszeiten abhängig von der Zeit (C), dargestellt jeweils als zusammenfassende 
Auswertung von zwei Experimenten. Die ODs und die berechneten σs-Halbwertszeiten wurden 
gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. σs-Halbwertszeiten > 60 min 
wurden als stabil definiert. σs wird zweiphasig mit einer zwischengeschalteten Übergangsphase (grau) 
stabilisiert. 
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Abb. 4.6: Vergleich der Proteolyse und Stabilisierung von σs in dem E. coli K12-Stamm W3110 
bei 37 °C und 28 °C. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten wurden mit nicht radioaktiven in vivo-
Abbauexperimenten von σs wie in Abb. 4.1A beschrieben im Verlauf des Wachstumszyklus bei beiden 
Temperaturen in LB bestimmt. (A) Wachstumskurven beider Stämme und (B) Halbwertszeiten der 
σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD dargestellt jeweils als zusammenfassende Auswertung 
von vier (37 °C) bzw. zwei (28 °C) Experimenten. Die ODs und die berechneten σs-Halbwertszeiten 
wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. 
σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Mit Beginn der Stationärphase wird σs bei 
37 °C zunehmend stabiler, während σs bei 28 °C während einer Übergangsphase (grau) wieder 
instabiler wird.  








In W3110 zeigen die Ergebnisse (Abb. 4.5), dass die σs-Halbwertszeit in wachsenden Zellen 
bei OD 0,5 ca. 8 min beträgt. Das ist etwa 4-mal langsamer als bei 37 °C. Anschließend lässt 
der Abbau bis OD 2,0 nach. Ab OD 2,0 kommt es zu einer ÜP, in der sich die 
σs-Halbwertszeit um den Faktor 2,5 verringert und der Abbau wieder schneller wird. Danach 
steigt die Halbwertszeit kontinuierlich, bis σs bei OD 4,0 vollständig stabilisiert ist. Die 
σs-Stabilisierung verläuft also in W3110 bei 28 °C zweiphasig mit einer ÜP bei OD 2,0, 
während sie bei 37 °C einphasig ist (Abb. 4.6). Die Wachstumsrate ist bei 28 °C 
erwartungsgemäß niedriger als bei 37 °C (Abb. 4.6). 
Als nächstes wurde die σs-Proteolyse in dem Stamm MC4100 bei 28 °C untersucht. 
Die  Ergebnisse (Abb. 4.7) zeigen, dass σs in wachsenden Zellen bei OD 0,6 mit einer 
Halbwertszeit von 4 min abgebaut wird. Anschließend steigt die Halbwertszeit bis OD 3,0 an 
auf 16 min. Von OD 3,0–3,9 kommt es wie bei 37 °C zu einer ÜP, in der die σs-Halbwertszeit 
von ca. 16 min auf etwa 6 min sinkt. Danach steigt die Halbwertszeit, bis σs bei OD 5,5 
vollständig stabilisiert wird. Der Vergleich der σs-Proteolyse in MC4100 bei 37 °C und 28 °C 
(Abb. 4.8) zeigt, dass σs bei beiden Temperaturen zweiphasig stabilisiert wird und die 
Wachstumsrate bei 28 °C geringer ist als bei 37 °C.  
Die Ergebnisse zur Proteolyse und Stabilisierung von σs zeigen folgendes: (i) Die 
Stabilisierung von σs entlang der Wachstumskurve erfolgt in den meisten Fällen zweiphasig 
(Ausnahme W3110, 37 °C). (ii) W3110 stabilisiert σs früher bzw. nachhaltiger und scheint 







Abb. 4.7: σs wird in MC4100 bei 28 °C in zwei Phasen stabilisiert, die durch eine 
Übergangspahse in der frühen Stationärphase getrennt sind. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten 
wurden mit nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimenten von σs während des Wachstumszyklus des 
E. coli K12-Stammes MC4100 in LB bei 28 °C bestimmt. (A) In vivo-Degradierungsassay von σs wie 
in Abb. 4.1A beschrieben. (B, C) Halbwertszeiten der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD 
(B) und OD und Halbwertszeiten in Abhängigkeit von der Zeit (C), dargestellt jeweils als 
zusammenfassende Auswertung von zwei Experimenten. Die ODs und die berechneten 
σs-Halbwertszeiten wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. 
σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. σs wird zweiphasig mit einer 
zwischengeschalteten Übergangsphase (grau) stabilisiert. 
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Abb. 4.8: Vergleich der Proteolyse und Stabilisierung von σs in dem E. coli K12-Stamm MC4100 
bei 37 °C und 28 °C. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten wurden mit nicht radioaktiven in vivo-
Abbauexperimenten von σs wie in Abb. 4.1A beschrieben im Verlauf des Wachstumszyklus bei beiden 
Temperaturen in LB bestimmt. (A) Wachstumskurven beider Temperaturen und (B) Halbwertszeiten 
der σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD dargestellt jeweils als zusammenfassende 
Auswertung von vier (37 °C) bzw. zwei (28 °C) Experimenten. Die ODs und die berechneten 
σs-Halbwertszeiten wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. 
σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Im Vergleich zu 37 °C ist bei 28 °C die 
Wachstumstumsrate in MC4100 reduziert und die zweiphasige Stabilisierung von σs ist stärker 
ausgeprägt. 
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Abb. 4.9: Vergleich der Proteolyse und Stabilisierung von σs in den beiden E. coli K12-Stämmen 
W3110 und MC4100 bei 28 °C. Die σs (RpoS)-Halbwertszeiten wurden mit nicht radioaktiven 
in vivo-Abbauexperimenten von σs wie in Abb. 4.1A beschrieben im Verlauf des Wachstumszyklus in 
beiden Stämmen in LB bestimmt. (A) Wachstumskurven beider Stämme und (B) Halbwertszeiten der 
σs-Degradierung in Abhängigkeit von der OD dargestellt jeweils als zusammenfassende Auswertung 
von zwei Experimenten. Die ODs und die berechneten σs-Halbwertszeiten wurden gemittelt, die 
Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an. σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil 





4.2. Zellulärer Crl- und Rsd-Gehalt in den beiden E. coli K12-Stämmen 
W3110 und MC4100 
Die vorangegangen Untersuchungen zur Proteolyse und Stabilisierung von σs zeigten, dass σs 
in W3110 bei 28 °C und in MC4100 bei 37 °C und 28 °C nicht zu Beginn der SP stabilisiert 
wird, sondern dass die Proteolyse von σs zunächst in eine ÜP geht, in der der Abbau wieder 
schneller wird. Daraus ergab sich die Frage, ob die teilweise zweiphasige Stabilisierung von 
σs am unterschiedlichen Bindungsvermögen von σs an das RNAPK in beiden Stämmen liegt. 
Crl und Rsd beeinflussen über Eingriff in die Sigmafaktorkompetition die Bindung von σs an 
das RNAPK. Das hat Auswirkungen auf die σs-Proteolyse, da σs gebunden an das RNAPK 
vor Abbau geschützt ist. Daher interessierte, welche Rolle Crl und Rsd bei der teilweise 
zweiphasigen Stabilisierung von σs entlang der Wachstumsphase in LB spielen und wie sie 
selbst induziert werden.  
4.2.1. In W3110 akkumuliert Rsd früher als in MC4100 
Für die Bestimmung des relativen Crl- und Rsd-Gehalts mittels Westernblot mit Rsd bzw. 
Crl-Antikörper wurden die bereits vorhandenen Proben der nicht radioaktiven σs-in vivo-
Abbau-Experimente herangezogen.  
Der relative Crl-Gehalt ist bei 37 °C in beiden Stämmen in wachsenden Zellen niedrig 
und steigt bei Zellen, die in die SP gehen, stark an (Abb. 4.10C,D). Bei 28 °C hingegen ist der 
Crl-Gehalt in W3110 bereits in wachsenden Zellen 4-mal höher als im MC4100 
(Abb. 4.10E,F). 
Der relative Rsd-Gehalt ist bei 37 °C in beiden Stämmen in wachsenden Zellen sehr 
niedrig, während er in SP-Zellen hoch ist. Auffallend ist jedoch, dass Rsd im W3110 früher, 
nämlich bereits mit Beginn der SP akkumuliert, während es in MC4100 erst im Verlauf der 
SP akkumuliert (Abb. 4.10C,D). Dieser Trend zeigt sich auch bei 28 °C (Abb. 4.10E,F). Die 
frühere Akkumulation von Rsd spricht dafür, dass σs in W3110 früher an der RNAP 








Abb. 4.10: Vergleich des zellulären Rsd- und Crl-Gehalts in den beiden E. coli K12-Stämmen 
W3110 und MC4100 bei 28 °C und 37 °C. Für die Bestimmung des relativen Rsd- und Crl-Gehalts 
wurde bei verschiedenen optischen Dichten von 578 nm (OD) die Proteinbiosynthese mit 
Spectinomycin gestoppt. Dann wurden alle Proben mit TCA gefällt und jeweils 5 µg Gesamtprotein 
(Crl) bzw. 10 µg Gesamtprotein (Rsd) im Westernblot mit Rsd bzw. Crl-Antikörper analysiert. (A, B) 
Crl- und Rsd-Gehalt in MC4100 und W3110 bei 37 °C bzw. 28 °C. Dargestellt ist jeweils ein 
repräsentativer Westernblot. (C–F) Crl- und Rsd-Gehalt sowie σs (RpoS)-Halbwertszeiten in 
Abhängigkeit von der OD in W3110 und MC4100 bei 37 °C bzw. 28 °C. Zu Beginn der 
Stationärphase ist der Rsd-Gehalt in W3110 bei beiden Temperaturen deutlich höher als in MC4100.  
Die Ergebnisse zum Crl- und Gehalt zeigen folgendes: (i) Die Veränderungen des relativen 
zellulären Crl- und Rsd-Gehalts korrelieren nicht mit der Stabilisierung von σs. Daraus kann 
geschlossen werden, dass weder Crl noch Rsd an der transienten Stabilisierung und 



















V.  Crl and Rsd levels !
C, D, E, F: Comparison of relative Crl and Rsd levels and half lifes of RpoS degradation rates along the growth curve in MC4100 at 37 °C (C) 
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MC4100. Das passt zu den Ergebnissen von Hofmann et al., 2011, die zeigten, dass die 
Auslösung der stringent response durch RelA/ (p)ppGpp die rsd-P2-Promotoraktivitität 
erhöht. 
4.3. Unterschiede im zellulären σs-Gehalt in den beiden 
E. coli K12-Stämmen MC4100 und W3110 
Die Ergebnisse zur Proteolyse und Stabilisierung von σs und zum zellulären Crl- und 
Rsd-Gehalt deuteten darauf hin, dass sich der σs-Gehalt und damit die Kompetitionseffizienz 
von σs um das RNAPK in beiden Stämmen voneinander unterscheiden. Darum interessierte, 
wie hoch der σs-Gehalt in MC4100 und W3110 im Verlauf des Wachstumszyklus ist und in 
welchem Zusammenhang σs-Gehalt und Stabilisierung von σs stehen. 
Vor Beginn dieser Arbeit war bereits aus den Daten von Jishage und Ishihama, 1995 
sowie Jishage et al., 1996 bekannt, dass der zelluläre σs-Gehalt in MC4100 
ca. 30 fmol/ µg GP und in W3110 ca. 40–60 fmol/ µg GP beträgt. Bei diesen Daten wurde 
allerdings nicht die unterschiedliche Zellmorphologie in LP und SP berücksichtigt. Daher war 
anzunehmen, dass die Angaben ungenau waren. Außerdem war bekannt, dass diverse 
Stammvarianten vom W3110 existieren (Jishage und Ishihama, 1997) und MC4100 (Spira 
et al., 2008). Daher waren die Daten von Jishage und Ishihama nicht auf die bei uns im Labor 
verwendeten Stämme übertragbar waren.  
Der zelluläre σs-Gehalt wurde in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und 
MC4100 in kurzen Abständen entlang der Wachstumskurve bestimmt. Zur Berechnung der 
σs-Gehalts/ Zelle wurden die Lebendzellzahlen (LZ) für beide Stämme bestimmt (Kap. 4.5.1., 
Tab. 4.3).  
4.3.1. Der σs-Gehalt ist in W3110 6–7-mal höher als in MC4100 und in der 
Übernachtkultur 12-mal höher  
Für die in vivo-Bestimmung des zellulären σs-Gehalts von MC4100 und W3110 wurde 








Abb. 4.11: Der σs-Gehalt beträgt in W3110 bei 37 °C zwischen 2400–9900 σs-Moleküle/ Zelle 
bzw. 7,3 × 109–9,6 × 1010 σs-Moleküle/ µg GP. Bestimmung des zellulären σs (RpoS)-Gehalts im 
Verlauf des Wachstumszyklus des E. coli K12-Stammes W3110 in LB bei 37 °C. (A) Bei 
verschiedenen optischen Dichten von 578 nm (OD) wurde die Proteinbiosynthese mit Spectinomycin 
gestoppt. Dann wurden alle Proben mit TCA gefällt und jeweils 2,5 µg Gesamtprotein im Westernblot 
mit σs-Antikörper analysiert. Dargestellt ist ein repräsentativer Westernblot. (B, C) σs-Gehalt und OD 
in Abhängigkeit von der Zeit (B) bzw. σs-Gehalt in Abhängigkeit von der OD (C), dargestellt jeweils 
als zusammenfassende Auswertung von drei Experimenten. Die ODs und der σs-Gehalt wurden 
gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an.  
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Abb. 4.12: In MC4100 beträgt der σs-Gehalt bei 37 °C zwischen 430–1760 σs-Moleküle/ Zelle 
bzw. 7,3 × 108–1,4 × 1010 σs-Moleküle/ µg GP. Bestimmung des zellulären σs (RpoS)-Gehalts im 
Verlauf des Wachstumszyklus des E. coli K12-Stammes MC4100 in LB bei 37 °C. (A) Bei 
verschiedenen optischen Dichten von 578 nm (OD) wurde die Proteinbiosynthese mit Spectinomycin 
gestoppt. Dann wurden alle Proben mit TCA gefällt und jeweils 2,5 µg Gesamtprotein im Westernblot 
mit σs-Antikörper analysiert. Dargestellt ist ein repräsentativer Westernblot. (B, C) σs-Gehalt und OD 
in Abhängigkeit von der Zeit (B) bzw. σs-Gehalt in Abhängigkeit von der OD (C), dargestellt jeweils 
als zusammenfassende Auswertung von vier Experimenten. Die ODs und der σs-Gehalt wurden 
gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an.  
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In W3110 bei 37 °C liegt der zelluläre σs-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus zwischen 
7,3 × 109 und 9,6 × 1010 σs-Molekülen/ µg GP (2400–9900 σs-Molekülen/ Zelle) (Abb. 4.11). 
In MC4100 liegt der σs-Gehalt bei 37 °C entlang des Wachstumszyklus zwischen     
7,3 × 108–1,4 × 1010 σs-Moleküle/ µg GP (430–1760 σs-Moleküle/ Zelle) (Abb. 4.12.). Der 
Vergleich beider Stämme (Abb. 4.13) zeigt, dass der σs-Gehalt in W3110 6–7-mal höher und 
in der Übernachtkultur sogar 12-mal höher ist als in MC4100. Außerdem zeigt der 
Stammvergleich, dass der σs-Gehalt in der LP in beiden Stämmen etwa 11–13-mal niedriger 
ist als in der SP. Er  zeigt aber auch, dass trotz basaler Expression und starkem σs-Abbau von 
ca. 109 σs-Moleküle/ µg GP (> 400 σs-Moleküle/ Zelle) vorhanden sind.  
 
 
Abb. 4.13: Der σs-Gehalt ist in W3110 bei 37 °C 6–7-mal höher und in der Übernachtkultur 
sogar 12-mal höher als in MC4100. Wachstumskurven und zellulärer σs (RpoS)-Gehalt im Verlauf 
des Wachstumszyklus der beiden E. coli K12-Stämme W3110 und MC4100 in LB bei 37 °C, 
dargestellt jeweils als zusammenfassende Auswertung von drei (W3110) bzw. vier (MC4100) 
Experimenten. Bestimmung des σs-Gehalts wie bei Abb. 4.11A beschrieben. Die ODs und der 
σs-Gehalt wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die Standardabweichung an.  
Zusammengefasst zeigen diese Ergebnisse folgendes: (i) Der σs-Gehalt liegt im gesamten 
Wachstumszyklus in W3110 zwischen 2400–9900 σs-Molekülen/ Zelle und in MC4100 
zwischen 430–1760 σs-Moleküle/ Zelle. (ii) Der σs-Gehalt ist in W3110 6–7-mal höher als in 
MC4100. (iii) In der LP sind trotz raschem σs-Abbau mehr als 400 σs-Moleküle/ Zelle 




vorhanden. Das deutet darauf hin, dass das σs-Proteolysesystem nur eine bestimmte 
Höchstmenge σs/ Zeiteinheit degradieren kann.  
4.4. Der zelluläre σs-Gehalt als Ergebnis eines dynamischen 
Gleichgewichts von Proteinbiosynthese und Proteolyse von σs in den 
Stämmen W3110 und MC4100 
Der σs-Gehalt wird in der Zelle durch zwei Gegenspieler bestimmt: die σs-Biosynthese und 
die Proteolyse von σs. Abhängig von der Intensität und der Regulation dieser beiden Prozesse 
verändert sich der σs-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus. Die vorangegangenen 
Ergebnisse ließen vermuten, dass sich in den einzelnen Wachstumsphasen nicht nur die Höhe 
des σs-Gehalts stetig verändert, sondern auch der Einfluss von Synthese und Proteolyse von σs 
auf den σs-Gehalt.  
Aus den Daten zur σs-Halbwertszeit (Kapitel 4.1) und zum σs-Gehalt (Kapitel 4.3) im 
Verlauf des Wachstumszyklus konnte auf den Einfluss von σs-Synthese und Proteolyse am 
σs-Gesamtgehalt rückgeschlossen werden. Es blieb jedoch unklar, wie sich der gemessene 
σs-Gehalt in einer Probe zusammensetzt, d. h. wie viel davon von einer bis zur nächsten 
Probennahme, also innerhalb von 20 min, neu synthetisiert bzw. abgebaut wurde und wie viel 
davon alt ist und ob und wie sich die Zusammensetzung des σs-Gehalts im Verlauf des 
Wachstumszyklus ändert.  
4.4.1. Proteolyse und Synthese von σs sind in W3110 bis zu 10-mal höher 
als in MC4100 
Zuerst wurde berechnet, wie sich der in Kapitel 4.3. gemessene σs-Gehalt in einer Probe 
zusammensetzt und bestimmt, wie viel davon seit der letzten Probennahme (vor 20 min) neu 
synthetisiert wurde und wie viel davon alt ist und aus der Probe zuvor stammte und in der 
Zwischenzeit also nicht degradiert wurde. Dazu wurde zu dem in Kapitel 4.3. bestimmten 
σs-Gehalt die σs-Halbwertszeit hinzugezogen und daraus hochgerechnet, wie viele der 
gemessenen σS-Moleküle/ Zelle bis zur nächsten Probennahme nach 20 min abgebaut werden 
und wie viele noch übrig bleiben werden. Diese Menge wurde als altes σs bezeichnet. Danach 
wurde das alte σs vom σs-Gehalt der nächsten Probennahme abgezogen. Das Ergebnis ist die 




letzten 20 min. Diese Menge wurde als neues σs bezeichnet. Diese Menge ist ein Maß für die 
Syntheseaktivität. Beides, altes und neues σs, ergibt addiert den zellulären σs-Gehalts zu einem 
bestimmten Zeitpunkt. Danach wurde hochgerechnet, wie viele σs-Moleküle/ Zelle bis zur 
nächsten Probennahme degradiert werden. Diese Menge ist, zusammen mit der Menge an 
altem σs, ein Maß für die Proteolyseaktivität zu einem bestimmten Zeitpunkt.  
Zuerst wurde die Proteolyse- und Syntheseaktivität von σs in W3110 bei 37 °C 
berechnet (Abb. 4.14).  
In der PP ist in W3110 der ansteigende σs-Gehalt das Resultat aus sinkender, relativer 
σs-Proteolyse einerseits (von 94 % auf 62 % in Bezug auf den gesamten σs-Pool), die zu einer 
Verzwanzigfachung an altem, nicht abgebautem σs führt und so dazu beiträgt, dass der 
σs-Gehalt stark ansteigt und hoher σs-Biosyntheseleistung andererseits. Zwar steigt die Anzahl 
degradierter σs-Moleküle/ Zelle trotz zunehmender σs-Halbwertszeit um das 2–3-fache an, da 
aber gleichzeitig der σs-Gehalt durch Synthese und zunehmendem Vorhandensein von altem 
σs ansteigt, sinkt der Anteil der degradierten σs-Moleküle/ Zelle vom gesamten σs-Pool im 
Verlauf der PP von 94 % auf 62 %, sodass der Einfluss der Proteolyse auf den σs-Pool 
abnimmt. Außerdem sinkt in der PP, trotz Anstieg des σs-Gehalts, die σs-Synthese um etwa 
1/3. Zusammen mit dem Anstieg alter σs-Moleküle reicht die nachlassende Synthese aber aus, 
um insgesamt einen Anstieg des zellulären σs-Pools zu bewirken.  
In der SP ist der hohe σs-Gehalt/ Zelle in W3110 das Resultat aus stark sinkender 
relativer σs-Proteolyserate (von 44 % auf 17 % in Bezug auf den gesamten σs-Pool), die zu 
einer Zunahme an altem σs führt, bei gleichzeitig sinkender σs-Biosynthese. Zwar sind 
Proteolyse und Biosynthese von σs auch nach Stabilisierung von σs basal nachweisbar, ihr 
Einfluss auf den σs-Gehalt ist aber nur noch gering, da die hohe σs-Molekülzahl zu einer 
Stabilisierung des σs-Pools führt. Die Zusammensetzung des σs-Pools ändert sich kaum noch, 
weil das Verhältnis von abgebautem, freiem σs zu altem, stabilem σs sinkt, das spiegelt sich in 
der Stabilisierung von σs wieder. Die hohe Molekülzahl von σs und die Bindung an das 








Abb. 4.14: Zusammensetzung des σs-Gehalts in W3110 im Verlauf des Wachstumszyklus. Für die 
Analyse des σs (RpoS)-Pools in dem E. coli K12-Stamm W3110 in LB bei 37 °C wurde der zelluläre 
σs-Gehalt alle 20 Minuten entlang der Wachstumskurve bestimmt (Abb. 4.11). Anschließend wurde an 
Hand der σs-Halbwertszeit (Abb. 4.1) berechnet, wie viele σs-Moleküle/ Zelle vom zellulären 
σs-Gesamtgehalt bis zur nächsten Probennahme in 20 min degradiert werden und wie viele 
σs-Moleküle/ Zelle übrig bleiben werden, diese Menge wurde als altes σs bezeichnet. Aus diesen 
Angaben wurde die Menge an neu synthetisierten σs-Molekülen/ Zelle berechnet, das Ergebnis wurde 
als neues σs bezeichnet. Außerdem wurde berechnet, wie viele σs-Moleküle/ Zelle von einer Probe zur 
nächsten voraussichtlich degradiert bzw. neu synthetisiert werden. (A, B) Zusammensetzung des 
zellulären σs-Gehalts und optische Dichte (OD) in Abhängigkeit von der Zeit (A) bzw. 
Zusammensetzung des zellulären σs-Gehalts in Abhängigkeit von der OD (B). σs-Halbwerts-
zeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Die Höhe des zellulären σs-Gesamtgehalts resultiert aus 








Abb. 4.15: Zusammensetzung des σs-Gehalts in MC4100 im Verlauf des Wachstumszyklus. Für 
die Analyse des σs (RpoS)-Pools in dem E. coli K12-Stamm MC4100 in LB bei 37 °C wurde der 
zelluläre σs-Gehalt alle 20 Minuten entlang der Wachstumskurve bestimmt (Abb. 4.12). Dann wurde 
an Hand der σs-Halbwertszeit (Abb. 4.2) berechnet, wie viele σs-Moleküle/ Zelle vom zellulären 
σs--Gesamtgehalt bis zur nächsten Probennahme in 20 min degradiert werden und wie viele 
σs-Moleküle/ Zelle übrig bleiben werden, diese Menge wurde als altes σs bezeichnet. Aus diesen 
Angaben wurde die Menge an neu synthetisierten σs-Molekülen/ Zelle berechnet, das Ergebnis wurde 
als neues σs bezeichnet. Außerdem wurde berechnet, wie viele σs-Moleküle/ Zelle von einer Probe zur 
nächsten voraussichtlich degradiert bzw. neu synthetisiert werden. (A, B) Zusammensetzung des 
zellulären σs-Gehalts und optische Dichte (OD) in Abhängigkeit von der Zeit (A) bzw. 
Zusammensetzung des zellulären σs-Gehalts in Abhängigkeit von der OD (B); ÜP = Übergangsphase 
der zweiphasigen σs-Stabilisierung. σs-Halbwertszeiten > 60 min wurden als stabil definiert. Die Höhe 
des zellulären σs-Gesamtgehalts resultiert aus einem dynamischen Gleichgewicht von σs-Proteolyse 
und σs-Biosynthese.  
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Als nächstes wurde die Proteolyse- und Syntheseaktivität von σs in MC4100 bei 37 °C 
bestimmt (Abb. 4.15).  
In der frühen PP ist der σs-Gehalt/ Zelle in MC4100 das Resultat aus schnellem Abbau 
bei gleichzeitig hoher relativer Syntheserate von σs. Auffallend ist jedoch, dass die absoluten 
Molekülzahlen an abgebautem und synthetisiertem σs deutlich niedriger sind als in W3110 
zum selben Zeitpunkt. Auffallend ist weiterhin, dass die Anzahl der abgebauten 
σs-Moleküle/ Zelle niedriger ist als es bei der kurzen σs-Halbwertszeit zu erwarten gewesen 
wäre. Durch die hohe Abbau- und Syntheserate von σs ändert sich die Zusammensetzung des 
σs-Pools permanent. In der späteren PP nimmt der Abbau ab mit der Folge, dass der Anteil 
alter σs-Moleküle zunimmt, wodurch der σs-Gehalt steigt. Da die σs-Syntheserate parallel 
ebenfalls zunimmt, steigt der σs-Gehalt in dieser Zeit stark an. Da aber der σs-Gehalt in 
MC4100 zu Beginn der SP etwa 8-mal niedriger ist als in W3110 (Kapitel 4.3.1., Abb. 4.13), 
verbleiben am Ende der ersten σs-Stabilisierungsphase in MC4100 nur etwa 550 alte, nicht 
abgebaute σs-Moleküle innerhalb von 20 min in der Zelle und kompetitieren mit den anderen 
Sigmafaktoren um das RNAPK. Wenn man bedenkt, dass in W3110 bei Eintritt in die SP über 
5000 alte σs Moleküle/ Zelle vorhanden sind, zeigt das, dass die Kompetitionseffizienz der 
wenigen freien σs-Moleküle um das RNAPK in MC4100 im Vergleich zum W3110 sehr 
gering sein dürfte, zumal der relative Rsd-Gehalt in MC4100 bei Eintritt in die SP ebenfalls 
geringer ist (Abb. 4.10). Die Berechnung liefert daher eine schlüssige Erklärung, weshalb σs 
in MC4100 am Ende der ersten Stabilisierungsphase nicht stabilisiert werden kann.  
In der ÜP ist der σs-Gehalt/ Zelle in MC4100 maximal, weil die Syntheserate maximal 
wird. Die kürzere σs-Halbwertszeit und der hohe Anteil an degradiertem σs in der ÜP 
entsprechen eher der Situation in der PP als in der frühen SP, wobei die deutlich längere 
Generationszeit den Beginn der SP klar anzeigt.  
In der zweiten Stabilisierungsphase von σs ist der σs-Gehalt/ Zelle das Resultat aus 
gesunkener Abbau- und Syntheseleistung von σs, die zur Zunahme an altem σs führt. Abbau 
und Synthese von σs verlieren an Einfluss auf den σs-Pool, sodass der σs-Gehalt relativ stabil 
bleibt. Die Zusammensetzung des σs-Pools ändert sich kaum noch. Das Verhältnis von 
abbaubarem, freiem σs zu altem, stabilem σs ist weiter gestiegen. 4/5 des σs-Pools sind stabil 
und sehr wahrscheinlich an das RNAPK gebunden. Die Anzahl stabiler σs-Moleküle hat sich 
erhöht, was zeigt, dass σs zunehmend an das RNAPK gebunden ist. Da 1/5 des σs-Gehalts 






Abb. 4.16: Vergleich der Zusammensetzung des σs-Gehalts im Verlauf des Wachstumszyklus in 
den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 bei 37 °C in LB. Analyse des σs (RpoS)-
Pools mit Hilfe des zellulären σs-Gehalts (Abb. 4.11 und 4.12) und der σs-Halbwertszeiten (Abb. 4.4 
und 4.2), vgl. Abb. 4.14 und 4.15. ÜP = Übergangsphase der zweiphasigen σs-Stabilisierung in 
MC4100, grau unterlegt. (A) Zellulärer σs-Gesamtgehalt in W3110 und MC4100 (Daten aus Abb. 4.11 
und 4.12). (B) Aufschlüsselung des σs-Gesamtgehalts in altes und neues σs in beiden Stämmen. (C) 
Anteil des σs-Gesamtgehalts, der innerhalb der nächsten 20 min in beiden Stämmen degradiert werden 
wird. (D) Aufschlüsselung des σs-Gehalts in neues und degradiertes σs in beiden Stämmen. In beiden 
Stämmen ist die Zusammensetzung des σs-Gehalts hochdynamisch. Während sich in W3110 der 
σs-Pool im Verlauf des Wachstumszyklus durch sinkende σs-Proteolyse- und Biosynthese 
kontinuierlich verändert, kommt es in MC4100 nach steigender σs-Proteolyse und Biosynthese in der 
postexponentiellen Phase mit Beginn der Stationärphase zur Auslösung der ÜP, in deren Verlauf 










Beim Vergleich beider Stämme (Abb. 4.16) fällt auf, dass in der PP in W3110 nicht nur der 
σs-Gehalt bis zu 9-mal höher ist, sondern auch die Abbau- und Syntheseleistung von σs, denn 
in W3110 werden in 20 min bis zu 7-mal mehr σs-Moleküle abgebaut und bis zu 9-mal mehr 
synthetisiert als in MC4100. Das zeigt, welch hohes Potenzial im σs-Biosynthese- und im 
Proteolysesystem steckt und zeigt, dass beides in MC4100 bereits in der PP gedrosselt ist.  
In der ÜP unterscheiden sich der σs-Gehalt und dessen Zusammensetzung in beiden 
Stämmen drastisch. In W3110 ist der σs-Gehalt 6-mal höher und es sind bereits 2/3 des 
σs-Pools stabil, während es im MC4100 nur 1/4 sind. Dadurch ist die tatsächliche Anzahl der 
alten, stabilen σs-Molekülen/ Zelle/ 20 min in W3110 20-mal höher als in MC4100. Das legt 
nahe, dass die Kompetitionseffizienz von σs um das RNAPK in W3110 sehr viel höher sein 
dürfte als in MC4100 und weist außerdem darauf hin,  dass der W3110  seinen vorhandenen 
σs-Pool sehr viel effizienter zur Anpassung an die SP-Bedingungen nutzt als der MC4100. Die 
Anpassungsfähigkeit an die frühe SP durch σs-abhängige Veränderung der Genexpression ist 
also in beiden Stämmen grundsätzlich verschieden. 
Nach der ÜP beginnen sich beide Stämme anzugleichen. Beide haben nun eine 
vergleichbar lange σs-Halbwertszeit, in beiden sind Biosynthese und Abbau von σs stark 
gedrosselt und beide zeigen eine vergleichbare prozentuale Zusammensetzung des σs-Gehalts. 
Nach der vollständigen Stabilisierung von σs ist der σs-Gehalt in W3110 10-mal höher als in 
MC4100 und in beiden Stämmen werden 4/5 des σs-Pools stabilisiert und 1/5 bleiben instabil.  
Zusammengefasst zeigen diese Ergebnisse, dass sich der σs-Pool permanent verändert 
und seine Zusammensetzung hochdynamisch ist. Darüber hinaus zeigen die Ergebnisse 
folgendes: (i) In wachsenden Zellen ist die σs-Synthese gering und σs wird zügig abgebaut.  
(ii) In der ersten Stabilisierungsphase bleibt die σs-Synthese in etwa gleich aber σs wird 
stabiler, dadurch steigt der σs-Gehalt stark an. (iii) Während der erneuten Destabilisierung von 
σs in der ÜP bleibt der σs-Gehalt sehr hoch, weil die stark gestiegene σs-Synthese den 
schnelleren σs-Abbau kompensiert. (iv) In der zweiten Stabilisierungsphase wird σs stabiler, 
obwohl die σs-Synthese sinkt. Der hohe σs-Gehalt ist also nicht durch Synthese sondern durch 
Stabilisierung bedingt. (v) Mechanistisch unterscheiden sich beide Stämme kaum 
voneinander. In beiden Stämmen sind trotz unterschiedlichem σs-Gehalt die prozentuale 
Zusammensetzung des σs-Gehalts und das Verhältnis von abgebautem zu neu synthetisiertem 
σs sowie von stabilem zu instabilem σs in den einzelnen Wachstumsphasen in etwa dieselben. 
Die real vorhandenen σs-Moleküle/ Zelle und die tatsächliche Anzahl an synthetisierten bzw. 




denn in W3110 werden pro 20 min bis zu 10-mal mehr σs-Moleküle synthetisiert bzw. 
abgebaut als in MC4100. 
4.4.2. Approximation der Dynamik des σs-Pools im Verlauf des 
Wachstumszyklus  
Im vorherigen Kapitel 4.4.1. wurde der Einfluss von Proteolyse und Biosynthese von σs auf 
den zellulären σs-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus unter Zuhilfenahme der 
σs-Halbwertszeit (Abb. 4.1 und 4.2) und des σs-Gehalts (Abb. 4.11 und 4.12) berechnet. 
Allerdings war anzunehmen, dass diese Ergebnisse relativ ungenau sind, da die Bestimmung 
des σs-Gehalts und der σs-Halbwertszeit aus technischen Gründen nicht kontinuierlich 
erfolgte, sondern anhand von Stichproben. Um einen tieferen Einblick in die hohe Dynamik 
des σs-Pools und dessen Regulation zu bekommen, wurden deshalb ergänzend die 
σs-Proteolyse- und Syntheseraten approximiert. Mit Hilfe dieser Approximation ist es 
möglich, Annahmen zum σs-Gehalt und zu dessen Zusammensetzung zu jedem Zeitpunkt 
innerhalb des gesamten Wachstumszyklus zu treffen.  
4.4.2.1. Approximation von σs-Proteolyse- und Syntheserate 
Unstimmigkeiten einzelner Berechnungen ließen vermuten, dass die Anzahl der berechneten, 
degradierten σs-Moleküle deshalb so niedrig war, weil der σs-Gehalt lediglich im Abstand von 
20 min bestimmt wurde, während die Vorgänge dazwischen nicht erfasst wurden und daher 
dem Modell einer Blackbox entsprechen. So beträgt z. B. in MC4100 bei OD 0,5 der 
σs-Gehalt etwa 843 Moleküle/ Zelle und die σs-Halbwertszeit liegt bei ca. 2,75 min; 20 min 
später bei OD 1,1 beträgt der σs-Gehalt ca. 430 Moleküle/ Zelle und die σs-Halbwertszeit liegt 
bei etwa 3,9 min (Abb. 4.2, 4.12). Aus diesen Daten folgt, dass der ClpXP-Proteolyseapparat 
bei OD 0,5 in der Lage ist, in 2,75 min etwa 421 σs-Moleküle abzubauen. Trotzdem wurden 
nach 20 min lediglich 838 abgebaute σs-Moleküle berechnet (Abb. 4.15), obwohl zu erwarten 
gewesen wäre, dass es einige tausend Moleküle sind.  
Da es technisch nicht möglich war, die σs-Synthese- und Proteolyserate und damit die 
dynamische Veränderung des σs-Pools kontinuierlich zu bestimmen, wurde diese stattdessen 
approximiert. Ausgehend vom obigen Beispiel des MC4100 bei OD 0,5 sowie 




Annahme, dass sich die σs-Molekülzahl/ Zelle und die σs-Halbwertszeit in den nächsten 
20 min linear ändern, kann durch lineare Interpolation abgeschätzt werden, dass in den 
nächsten 20 min 2122 σs-Molekülen/ Zelle abgebaut und 1712 σs-Molekülen/ Zelle 
synthetisiert werden (Tab. 4.1).  
 
Tab. 4.4: Approximation der dynamischen Veränderungen des σs-Pools am Beispiel des E. coli 
K12-Stammes MC4100 zwischen OD 0,53 und OD 1,1 durch linerare Interpolation des σs (RpoS)-
Gehalts, der σs-Halbwertszeiten sowie der degradierten und synthetisierten σs-Moleküle im Verlauf der 
20-minütigen Blackbox (grau unterlegt) zwischen OD 0,53 und OD 1,1.  
 
 
Die Approximation geht dabei von der Annahme aus, dass sich die σs-Halbwertszeit, der 
σs-Gehalt und die Biosynthese von σs innerhalb der nächsten 20 min linear verändern. Die 
σs-Halbwertszeit zeigt entlang der Wachstumskurve eine annähernd lineare Zunahme 
(abgesehen von der ÜP in MC4100), die lineare Regressionsgerade mit dem 
Bestimmtheitsmaß R2 > 0,9 bestätigt das (Abb. 4.17A). Durch schrittweise lineare 
Interpolation können anschließend die Werte zwischen den diskreten Messwerten, also in der 
Blackbox, geschätzt werden, wobei Stetigkeit und Differenzierbarkeit vorausgesetzt werden. 
So kann approximativ die σs-Halbwertszeit zwischen zwei Messpunkten bestimmt werden 
(Abb. 4.17A, Tab. 4.1). 
 
! !!!!!!!!!!!! !
MC4100; OD 0,53–1,1 
Zeit (min) 0 2,75 5,66 8,74 11,99 15,43 19,07  20 
OD (578 nm) 0,53        1,1 
RpoS-Halbwertszeit (min) 2,75 2,91 3,08 3,25 3,44 3,64 3,84  3,9 
RpoS-Moleküle/ Zelle 843 786 726 663 595 526 449  430 
degradierte RpoS-Moleküle/ Zelle  421 393 363 331 297 263 54 Σ 2122  





Abb. 4.17: Approximation der Halbwertszeiten der σs-Degradierung und des σs-Gehalts zur 
Interpolation unbekannter Daten zwischen zwei diskreten Messwerten. (A) Gemittelte 
Halbwertszeiten der σs(RpoS)-Degradierung im E. coli-K12-Stamm W3110 in Abhängigkeit von der 
Zeit bei 37 °C. Die σs-Halbwertszeiten wurden mit nicht radioaktiven in vivo-Abbauexperimenten von 
σs während des Wachstumszyklus des E. coli K12-Stammes W3110 in LB bei 37 °C bestimmt, vlg. 
Abb. 4.1. Die Zunahme der Halbwertszeiten der σs-Degradierung ist annähernd linear. (B, C) 
Gemittelter σs-Gehalt in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 in Abhängigkeit von 
der Zeit bei 37 °C (B). Bestimmung des σs-Gehalts vgl. Abb. 4.11 und 4.12. Die Zunahme des 
σs-Gehalts entspricht annähernd einer Polynomialfunktion 9. Grades (C).  
Der Anstieg des σs-Gehalts im Verlauf des Wachstumszyklus ist nicht linear, sondern 
entspricht einer höhergradigen Polynomfunktion. Durch eine Polynomialfunktion 9. Grades 
können die Veränderungen des σs-Gehalts mit R2 > 0,9 angenähert werden, allerdings ist diese 
Funktion wegen des hohen Grades instabil, da sie insbesondere beim W3110 zwischen den 
Interpolationspunkten im Verlauf der Wachstumskurve immer stärker schwingt (Abb. 
4.17B,C). Darum wurden die Werte zwischen den diskreten Messwerten schrittweise 






gegeben sind und dass der Verlauf der kontinuierlichen Funktion keine größeren 
Schwankungen aufweist. Diese Annahme muss nicht zwingend zutreffen, alternativ wäre 
denkbar, dass σs degradiert wird, bis ein Schwellenwert unterschritten wird, und dass der 
σs-Pool dann aufgefüllt wird. Dafür gibt es jedoch keine Hinweise, sodass die schrittweise 
lineare Approximation des σs-Gehalts plausibel erscheint. Insgesamt scheint also die hier 
aufgestellte Approximation als Grundlage für die weitere Arbeit geeignet, sofern 
berücksichtigt wird, dass schrittweise interpoliert wurde und dabei die Annahme der linearen 
Veränderung getroffen wurde.  
Zunächst wurde die σs-Proteolyse- und Syntheseleistung und die Zusammensetzung 
des σs-Pools im Verlauf des Wachstumszyklus approximiert und mit den zuvor berechneten 
Daten verglichen (Tab. 4.2; Abb. 4.18 und 4.19).  
 
Tab. 4.5: Approximation der σs-Proteolyse- und Biosyntheserate in den beiden 
E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 bei 37 °C durch schrittweise lineare Interpolation. σs 
(RpoS)-Halbwertszeiten vgl. Abb. 4.2, σs-Gehalt vgl. Abb. 4.12. Zur besseren Vergleichbarkeit der 
degradierten σs-Moleküle im Verlauf des Wachstumszyklus wurden in MC4100 nur Werte ab OD 1,5 
berücksichtigt. 
 
Die Approximation zeigt, dass die berechneten σs-Molekülzahlen/ Zelle in Kapitel 4.4.1 zu 
niedrig waren. Das war zu erwarten, weil nur alle 20 min beprobt wurde, was bei dem 
hochdynamischen σs-Pool zu ungenauen Ergebnissen führt. Der Vergleich von berechneten 
und approximierten σs-Molekülzahlen im Verlauf des gesamten Wachstumszyklus zeigt 
dementsprechend, dass die Abweichungen in der LP und PP am höchsten sind (Abb. 4.19). 
Die Berechnungen in der SP aus Kapitel 4.4.1. stimmen hingegen mit der Approximation gut 
überein. Darüber hinaus bestätigt der Vergleich von berechneten und approximierten 





























OD (578 nm) 0,5 1,1 1,5 2,1 2,6 3,1 3,5 3,8 4,1 4,3 4,5 4,7 5,6 
 RpoS-Halbwertszeit (min) 2,75 3,9 5,1 6,3 12,7 16,1 8,7 9,3 9,9 18,2 26,5 33,3 60 
 RpoS-Moleküle/ Zelle 843 430 472 1040 1121 1247 1765 1760 1340 1199 1002 846 1008 
 Degrad. RpoS-Moleküle/ Zelle/ 20 min 2122 1024 1216 1432 1032 944 1993 1743 1130 635 378 254 168 Σ!10925* 
Synthet. RpoS-Moleküle/ Zelle/ 20 min 1712 1061 1785 1665 1034 1466 1990 1324 989 439 222 426 220  
 
W3110 
OD (578 nm) 1,4 1,7 2,0 2,4 2,6 2,9 3,2 3,4 4,0 4,7 5,2 5,9   
RpoS-Halbwertszeit (min) 5,0 7,2 9,5 10,1 10,7 13,3 17,9 22,5 32,2 39,2 46,1 60  
RpoS-Moleküle/ Zelle 2412 9820 8479 6793 7761 8692 9203 9231 9330 9153 9962 10321  
Degrad. RpoS-Moleküle/ Zelle/ 20 min 8534 11871 8323 6862 7057 6195 5051 3759 2805 2332 2077  Σ!65456!!!!!!!!!!!!!!!! 




σs-Molekülzahlen beschreibt, dieselbe ist und dass außerdem in W3110 die σs-Proteolyse- und 




Abb. 4.18: Zusammensetzung des σs-Gehalts in W3110 und MC4100 im Verlauf des 
Wachstumszyklus (approximiert) als Ergebnis des dynamischen Gleichgewichts von σs 
(RpoS)-Proteolyse und σs-Biosynthese. In W3110 werden geschätzt bis zu 8-mal mehr 





Abb. 4.19: Vergleich von diskreten und approximierten Daten zur Proteolyse und Biosynthese 
von σs in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 bei 37 °C. (A, C) Synthetisierte 
σs  (RpoS)-Moleküle/ Zelle/ 20 min im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 (A) und MC4100 
(C). (B, D) Degradierte σs-Moleküle/ Zelle/ 20 min im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 (B) 
und MC4100 (D). Die Approximation bestätigt die Ergebnisse zur Zusammensetzung des σs-Pools als 
Ergebnis eines dynamischen Gleichgewichts aus σs-Proteolyse- und Biosynthese, die tatsächlichen σs-
Molekülzahlen sind jedoch höher als in Kapitel 4.4.1. berechnet.  
4.4.2.2. Abschätzung der  maximalen σs-Proteolyse- und Syntheserate 
im Verlauf des Wachstumszyklus  
Mit Hilfe der approximierten Daten zur Zusammensetzung des σs-Pools (Tab. 4.2) kann für 
den dabei berücksichtigten Messbereich die maximale σs-Proteolyse- 
und Biosyntheserate/ 20 min bei 37 °C abgeschätzt werden. In 20 min wurden in W3110 
maximal ca. 16000 σs-Moleküle/ Zelle neu synthetisiert und ca. 12000 σs-Moleküle/ Zelle 






degradiert (Abb. 4.20). In MC4100 ist die maximale Biosyntheseleistung hingegen 8-mal 
niedriger und die maximale Proteolyseleistung 6-mal niedriger als in W3110, dies stimmt mit 
den Berechnungen in Kapitel 4.4.1 gut überein (Abb. 4.16 und 4.20).  
Die Ergebnisse zeigen, dass in 20 min in W3110 maximal etwa 12000 σs-Moleküle 
von wenigen RssB-P-Molekülen/ Zelle degradiert werden. Das ist möglich, weil ein 
σs-Markierungszyklus von der Bindung an RssB-P bis zur Abgabe an ClpX nur wenige 
Sekunden dauert (Kap. 4.4.2.3). 
 
 
Abb. 4.20: In W3110 werden im Verlauf des Wachstumszyklus geschätzt 8-mal mehr 
σs-Moleküle/ Zelle synthetisiert und 6-mal mehr σs-Moleküle/ Zelle degradiert (berücksichtigte 
optische Dichten vgl. Tab. 4.2). (A) Maximale Proteolyse- bzw. Biosyntheserate von σs (RpoS) in 
degradierte bzw. synthetisierte σs-Moleküle/ Zelle bei einer diskreten OD. MC4100: 
maximale σs-Proteolyse bei OD 0,5 und maximale σs-Biosynthese bei OD 3,5; W3110: maximale 
σs-Proteolyse bei OD 1,7 und maximale σs-Biosynthese bei OD 1,4; vgl. Tab. 4.2. (B) Gesamte 
σs-Proteolyse- bzw. σs-Biosynthese in σs-Moleküle/ Zelle im Verlauf des Wachstumszyklus. 
4.4.2.3. Berechnung der Zeitdauer eines RssB-Markierungszyklus 
Zu besseren Beurteilung der maximalen σs-Proteolyse- und Syntheseleistung (Kap. 4.4.2.2.) 
wurden die Zeitdauer und die Häufigkeit eines RssB-Markierungszyklus im Zeitraum T1/2 
berechnet. Die Rechnung basiert auf dem approximierten σs-Gehalt x (Tab. 4.2), einem 
unbekannten RssB-Gehalt y und der approximierten σs-Halbwertszeit T1/2 (Tab. 4.2). Da das 
Verhältnis von σs zu RssB in der LP 20 : 1 ist (Becker et al., 2000), folgt, dass x/20 
RssB-Moleküle/ Zelle zu diesem Zeitpunkt vorhanden sind, daraus folgt y = x/20. Da nur 
ca. 25 % der RssB-Moleküle phosphoryliert werden (Klauck, 1999), folgt yphosphoryliert = y/4.      





Da y = x/20 gilt, folgt daraus yphosphoryliert = x/80. Da RssB-P an σs 1 : 1 stöchiometrisch bindet 
(Becker et al., 1999 und 2000; Klauck et al., 2001; Zhou et al., 2001), stehen also 
x/80 RssB-P-Moleküle für die Bindung von σs zur Verfügung. Vorausgesetzt, alle 
RssB-P-Moleküle sind aktiv und gerade nicht in den proteolytischen Zyklus involviert, 
können sie x/80 σs-Moleküle an sich binden und dem Abbau zuführen. Weiterhin werden im 
Zeitraum T1/2 insgesamt x/2 σs-Moleküle degradiert. Da yphosphoryliert = x/80 gilt, folgt daraus 
40y = x/2. RssB-P muss also innerhalb des Zeitraum T1/2 40-mal an σs binden und dieses an 
ClpXP abgeben.  
In wachsenden MC4100-Zellen (OD 0,5) beträgt der σs-Gehalt 843 Moleküle/ Zelle 
und die σs-Halbwertszeit  liegt bei 2,75 min. Bei 40 Bindungsereignissen von RssB-P an σs 
folgt, dass ein Markierungszyklus von RssB-P (unter der Annahme, dass dieser immer gleich 
lang dauert) 4,1 sec dauert.  
Zusammengefasst zeigt die Approximation der dynamischen Veränderungen des 
σs-Pools im Verlauf des Wachstumszyklus folgendes: (i) Die Approximation der degradierten 
bzw. synthetisierten σs-Moleküle/ Zelle führt unter Zuhilfenahme der Kontinuitätsannahme zu 
höheren σs-Molekülzahlen als die Berechnung unter Zuhilfenahme der distinkten Messwerte 
in Kap. 4.4.1. (ii) In W3110 werden im gesamten Wachstumszyklus 8-mal mehr 
σs-Moleküle/ Zelle synthetisiert und 6-mal σs-Moleküle/ Zelle degradiert als in MC4100.   
(iii) In W3110 liegt die maximale σs-Syntheserate/ 20 min bei ca. 16000 σs-Molekülen/ Zelle, 
in MC4100 liegt sie dagegen bei etwa 2000 σs-Molekülen/ Zelle. Die maximale 
σs-Proteolyserate/ 20 min liegt in W3110 bei etwa 12000 σs-Molekülen/ Zelle und in MC4100 
bei etwa 2000 σs-Molekülen/ Zelle. (iv) Ein RssB-Markierungszyklus von der Bindung an σs 
bis zur Abgabe an ClpXP dauert 4,1 sec. 
4.5. Zellulärer ATP-Gehalt in den beiden E. coli K12-Stämmen MC4100 
und W3110 
Biosynthese und Proteolyse von σs sind nur möglich, wenn die Zelle genügend ATP aus ADP 
oder anderen energiereichen Verbindungen erzeugen kann. Der zelluläre ATP-Gehalt ist 
daher ein wichtiges Regulativ der Biosynthese- und Proteolyserate von σs. In der LP gewinnt 
die Zelle ATP hauptsächlich durch Elektronentransportphosphorylierung, bei der ATP durch 
die ATP-Synthase, die durch den Protonengradienten über der Membran angetrieben wird, 




Elektronen gewonnen, sodass ein stabiler Protonengradient entsteht, der die ATP-Synthase 
antreibt. In der SP hingegen ist der ATP-Gehalt niedrig (Becker et al., 2000; Buckstein et al., 
2008; Peterson et al., 2012), weil das mangelnde Nährstoffangebot die ATP-Erzeugung 
begrenzt. 
Die vorangegangenen Ergebnisse ließen vermuten, dass die σs-Proteolyserate durch 
ATP limitiert wird. Daher stellte sich die Frage, wie hoch der ATP-Gehalt im 
Wachstumszyklus der beiden E. coli K12-Stämme MC4100 und W3110 ist. Weiterhin ließ 
die erneute Destabilisierung von σs vermuten, dass die ÜP durch einen kurzfristigen Anstieg 
des ATP-Gehalts ausgelöst werden könnte. Ein solcher Anstieg zu Beginn der SP war von 
Buckstein et al., 2008 für den E. coli K12-Stamm MG1655 in MOPS-Medium beschrieben 
worden.  
Zur quantitativen Bestimmung des zelluläre ATP-Gehalts wurde das “ATP 
Bioluminescence Assay Kit HS II” von Roche verwendet, mit dem ATP im Bereich von      
10-5 bis 10-12 M nachgewiesen werden kann.  
4.5.1. Lebendzellzahlbestimmung in den beiden Stämmen W3110 und 
MC4100 
Die Nutzung des “ATP Bioluminescence Assay Kit HS II” von Roche setzt eine 
Standardisierung der Zellzahl in jeder Probe voraus. Daher wurde zunächst die 
Lebendzellzahl (LZ) bei verschiedenen ODs bestimmt. Dazu wurden bei ausgewählten ODs 
die Zellen rasch auf Eis verdünnt und ausgewählte Verdünnungsstufen auf Agarplatten 






Abb. 4.21: Lebendzellzahlbestimmung in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100  
bei 37 °C in LB. Zu verschiedenen Zeitpunkten entlang der Wachstumskurve wurde Proben 
entnommen und die optische Dichte bei 578 nm (OD) bestimmt. Anschließend wurden die Proben 
verdünnt, ausgewählte Verdünnungsstufen auf Agarplatten ausplattiert und die Lebendzellzahl 
bestimmt. A,B: Lebendzellzahl in MC4100 und W3110 bei 37 °C in Abhängigkeit von der Zeit bzw. 
in Abhängigkeit von der OD dargestellt jeweils als zusammenfassende Auswertung von mindestens 
drei Experimenten. Die Lebendzellzahlen wurden gemittelt, die Fehlerbalken geben jeweils die 
Standardabweichung an.  
Die LZ steigt in W3110 (Abb. 4.21) von 1,6 × 107 Zellen/ ml in der LP bis auf 
4,7 × 109 Zellen/ ml in der SP an und sinkt über Nacht auf 2,7 × 109 Zellen/ ml ab (Abb. 
4.21). Die Zunahme der LP ist in der frühen PP stetig und knickt dann bei OD 1,5 leicht ein 
(Beginn der Flagellensynthese). Ab etwa OD 3,5 bleibt die LZ stabil. In MC4100 steigt die 
LZ im Verlauf der Wachstumskurve (Abb. 4.21) von 2,5 × 107 Zellen/ ml in der LP bis auf 
5,6 × 109 Zellen/ ml in der SP an und sinkt über Nacht auf 2,7 × 109 Zellen/ ml ab 
(Originaldaten bei 28 °C nicht gezeigt). 
Beim Vergleich beider Stämme auf, dass die OD und LZ zwischen beiden Stämmen 
differiert. Bis OD 2,0 ist die LZ in MC4100 geringfügig höher als in W3110, was zeigt, dass 
die Zellen in MC4100 zu diesem Zeitpunkt etwas kleiner sind als die W3110-Zellen, wobei 
die Zunahme der LZ, also die Replikationsrate, in beiden Stämmen in etwa dieselbe ist. 
Zwischen OD 2–4 ist die LZ in W3110 etwa 1,8-mal höher als in MC4100. Das zeigt, dass 
der W3110 in diesem Zeitraum bereits seine Wachstumsrate reduziert und mehr und kleinere 
Zellen generiert als der MC4100, was wiederum zeigt, dass die Replikationsrate in diesem 
Zeitraum in W3110 höher ist als in MC4100. 
A B 
C D 




Die Ergebnisse zur Lebendzellzahlbestimmung wurden anschließend aus den diskreten 
Originaldaten für bestimmte ODs auf eine Nachkommastelle interpoliert (Tab. 4.3). 
 
 
Tab. 4.3: Lebendzellzahlbestimmung in den beiden E. coli K12-Stämmen MC4110 und W3110 
bei 37 °C und 28 °C. Beschreibung siehe Abb. 4.21. Die Ergebnisse aus mindestens drei 
Reproduktionen zur Bestimmung der Lebendzellzahl wurden gemittelt. Im Anschluss daran wurde die 
Lebendzellzahl für bestimmte optische Dichten (OD) auf eine Nachkommastelle aus den diskreten 
Originaldaten interpoliert. Dabei wurde angenommen, dass sich die LZ linear verändert. Originaldaten 
zum W3110 bei 28 °C mit freundlicher Genehmigung von Dr. Gisela Klauck. 
 
4.5.2.  Bei 37 °C ist der ATP-Gehalt in W3110 bis zu 10-mal höher als in 
MC4110 
Zur quantitativen Bestimmung des zellulären ATP-Gehalts wurde das “ATP Bioluminescence 
Assay Kit HS II” von Roche verwendet. Parallel dazu wurden in denselben Kulturen 
nochmals nicht radioaktive in vivo-σs-Abbauexperimente durchgeführt und die 
σs-Halbwertszeit bestimmt. 
Der ATP-Gehalt liegt bei 37 °C in W3110 zwischen 63 und 0,5 mM in der Zelle 
(Abb. 4.22). Bis zum Eintritt in die SP sinkt er auf 3 mM und fällt dann weiter auf 0,5 mM ab. 
Abb. 4.22C zeigt, dass σs bei einem ATP-Gehalt unter 0,5 mM vollständig stabilisiert wird. 
Eine generelle Korrelation von Zunahme der σs-Halbzwertszeit und Abnahme des 
ATP-Gehalts konnte nicht beobachtet werden.  
! !!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!!
OD (578 nm) MC4100, 37 °C W3110, 37 °C MC4100, 28 °C W3110, 28 °C 
0,1 2,50E+07 1,60E+07 6,60E+07 2,95E+07 
0,3 4,50E+07 1,95E+07   
0,5 1,30E+08 2,30E+07 3,30E+08 1,48E+08 
0,7 2,60E+08 1,87E+08   
1,0 4,10E+08 3,23E+08 6,60E+08 2,95E+08 
1,5 6,60E+08 4,94E+08 7,80E+08 5,89E+08 
2,0 1,30E+09 1,35E+09 9,00E+08 8,82E+08 
2,5 1,60E+09 2,87E+09 1,70E+09 2,08E+09 
3,0 2,10E+09 3,60E+09 2,60E+09 3,28E+09 
3,5 2,60E+09 4,68E+09 3,60E+09 3,93E+09 
4,0 4,40E+09 4,22E+09 4,60E+09 4,59E+09 
4,5 5,00E+09  5,60E+09 6,42E+09 
5,0 5,60E+09  6,70E+09 8,26E+09 




In MC4100 beträgt der ATP-Gehalt bei 37 °C zwischen 23 und 0,01 mM (Abb. 4.23) und ist 
damit deutlich niedriger als in W3110. Mit Beginn der SP steigt der ATP-Gehalt wieder an, 
dieser Anstieg markiert den Beginn der ÜP. Erst danach sinkt der ATP-Gehalt wieder ab, bis 




Abb. 4.22: Der ATP-Gehalt beträgt in W3110 bei 37 °C zwischen 63 und 0,5 mM und die 
Stabilisierung von σs korreliert mit einer ATP-Konzentration von < 0,5 mM ATP. Parallele 
Bestimmung von zellulärem ATP-Gehalt und σs (RpoS)-Halbwertszeiten während des 
Wachstumszyklus des E. coli K12-Stammes W3110 in LB bei 37 °C. Zur Einstellung der 
Lebendzellzahl wurde Tabelle 4.3 benutzt. Für die Berechnung der ATP-Konzentration wurden drei 
verschiedene Zellvolumina verwendet (Anja Richter, unpubliziert): Für OD578 nm < 0.5 wurden 
2,5 × 0,8 µm = 1,26 × 10-15 l zugrunde gelegt, für  OD578 nm 0,5–3,0 wurden 
2,0 × 0,8 µm = 1,0 × 10-15 l verwendet und für  OD578 nm > 3,0 wurden 1,2 × 0,8 µm  = 0,60 × 10-15 l 
verwendet. (A) Optische Dichte (OD) und zellulärer ATP-Gehalt in Abhängigkeit von der Zeit. (B) 
Nicht radioaktiver in vivo-Degradierungsassay von σs in derselben Kultur, in der der ATP-Gehalt 
bestimmt wurde. Beschreibung siehe Abb. 4.1A. (C) Halbwertszeiten der σs-Degradierung und 
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Abb. 4.23: Der ATP-Gehalt beträgt in MC4100 bei 37 °C zwischen 23 und 0,01 mM und die 
Stabilisierung von σs korreliert mit einer ATP-Konzentration von < 0,5 mM ATP. Parallele 
Bestimmung von zellulärem ATP-Gehalt und σs (RpoS)-Halbwertszeiten während des 
Wachstumszyklus des E. coli K12-Stammes MC4100 in LB bei 37 °C wie in Abb. 4.22 beschrieben. 
Der Vergleich beider Stämme (Abb. 4.24) zeigt, dass der ATP-Gehalt in W3110 in der LP 
und PP deutlich höher ist als in MC4100. Das erklärt die höhere σs-Proteolyse- und 
Syntheseaktivität in W3110 in dieser Zeit energetisch. Der Stammvergleich zeigt weiterhin, 
dass der ATP-Gehalt in der SP stark zwischen beiden Stämmen stark differiert (Abb. 4.24C). 
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Während es W3110 gelingt, ATP in der SP bei etwa 0,5 mM stabilisieren, kollabiert der 
ATP-Gehalt in MC4100 und sinkt auf 0,01 mM ab.  
 
 
Abb. 4.24: Vergleich des ATP-Gehalts in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 
bei 37 °C in LB. Zusammenhang von ATP-Gehalt, σs-Halbwertszeit und Lebendzellzahl im Verlauf 
des Wachstumszyklus der beiden E. coli K12-Stämme MC4100 und W3110 in LB bei 37 °C. 
Bestimmung des ATP-Gehalts wie in Abb. 4.22 beschrieben, Bestimmung der σs (RpoS)-
Halbwertszeit wie in Abb. 4.1A beschrieben, für die Lebendzellzahl wurden die Werte aus Tabelle 4.3 
verwendet. Die Übergangsphase (ÜP) der zweiphasigen σs-Stabilisierung in MC4100 ist grau 
unterlegt. (A) ATP-Gehalt und optische Dichte (OD) in Abhängigkeit von der Zeit in beiden 
Stämmen. (B, C) ATP-Gehalt und Lebendzellzahl (B) bzw. ATP-Gehalt und σs-Halbwertszeit (C) in 
beiden Stämmen in Abhängigkeit von der OD. Für die Lebendzellzahl wurden die Werte aus Tabelle 
4.3 verwendet. In W3110 ist der ATP-Gehalt während des Wachstums bei 37 °C etwa 10-mal höher 
als in MC4100. 
  






4.5.3. Bei 28 °C ist der ATP-Gehalt in beiden Stämmen mindestens 10-mal 
niedriger als bei 37 °C  
Bei 28° C liegt der ATP-Gehalt in beiden Stämmen zwischen 0,03 und 1 mM ATP 
(Abb. 4.25) und ist damit mindestens 10-mal niedriger als bei 37 °C (Abb. 4.25). Der geringe 
ATP-Gehalt in beiden Stämmen zeigt, dass σs nicht generell bei einem ATP-Gehalt unter 
0,5 mM stabil wird, da dieser Wert von beiden Stämmen bei 28 °C bereits in der PP 
unterschritten wird. Beim Vergleich der Ergebnisse beider Temperaturen (Abb. 4.26) fällt 
weiterhin auf, dass der ATP-Gehalt, anders als bei 37 °C, in beiden Stämmen vergleichbar 
niedrig ist und dass er außerdem bei 37 °C im Verlauf des Wachstumszyklus deutlich absinkt, 
während er bei 28 °C, abgesehen von geringen Schwankungen, relativ stabil bleibt 
(Abb. 4.26A). Das spricht dagegen, dass die Stabilisierung von σs hauptsächlich durch 
Limitierung von ATP verursacht wird und weist darauf hin, dass das Absinken des 




Abb. 4.25: Der ATP-Gehalt liegt in W3110 und MC4100 bei 28 °C zwischen 0,03 und 1 mM. 
Bestimmung des zellulären ATP-Gehalts während des Wachstumszyklus der beiden 







Abb. 4.26: Vergleich des ATP-Gehalts im Verlauf des Wachstumszyklus der beiden 
E. coli K12-Stämme W3110 und MC4100 bei 37 °C und 28 °C in LB. Bestimmung des zellulären 
ATP-Gehalts in beiden Stämmen wie in Abb. 4.22 beschrieben. (A, B) ATP-Gehalt und optische 
Dichte in MC4100 (A) und W3110 (B) in Abhängigkeit von der Zeit bei beiden Temperaturen. 
Zusammenfassend zeigt die quantitative Bestimmung des zellulären ATP-Gehalts folgendes: 
(i) Der ATP-Gehalt ist bei 37 °C in W3110 in der LP und PP mindestens 10-mal höher als in 
MC4100. Das erklärt die σs-Biosynthese- und Proteolyserate in W3110 im Vergleich zu  
MC4100 energetisch. (ii) Während der Destabilisierung von σs in der ÜP bei 37 °C steigt der 
ATP-Gehalt in MC4100 kurzfristig an. (iii) Im Verlauf der SP stabilisiert W3110 ATP bei 
37 °C bei etwa 0,5 mM, während der ATP-Gehalt in MC4100 kollabiert. Das weist auf ein 
besseres Energiemanagment des W3100 hin. (iv) Bei 28 °C ist der ATP-Gehalt in beiden 
Stämmen niedriger als bei 37 °C.  
4.6. Langzeitüberleben der beiden E. coli K12-Stämme MC4100 und 
W3110 
Die Ergebnisse in dieser Arbeit ließen vermuten, dass die Stressresistenz in W3110 besser 
ausgeprägt ist als in MC4100, da bei beiden Temperaturen in W3110 die Wachstumsrate und 
die LZ niedriger sind, wodurch die Replikationsrate geringer ist und die Zellen Energie 
sparen. Das wurde durch die Bestimmung des ATP-Gehalts in Kapitel 4.5. bestätigt. Dieser ist 
in W3110 bei 37 °C deutlich höher als in MC4100, was zeigt, dass dem Stamm W3110 mehr 





da dieser Stamm im Vergleich zu MC4100 relA1-Wildtyp ist. Deshalb wird die stringente 
Antwort in diesem Stamm stärker ausgelöst. Da außerdem σs in W3110 bei beiden 
Temperaturen früher vollständig stabilisiert wird (Kapitel 4.1.1. und 4.1.2.), führt das sehr 
wahrscheinlich zu einer schnelleren und effizienteren Adaption an Mangelbedingungen als in 
MC4100. Deshalb wurde angenommen, dass die Stressresistenz in W3110 bei beiden 
Temperaturen höher ist als in MC4100.   
Weiterhin zeigten die Ergebnisse, dass bei 37 °C nicht nur der ATP-Gehalt in W3110 
deutlich höher ist (Kapitel 4.5.2.1), sondern auch der σs-Gehalt (Kapitel 4.2.3.) und dass sich 
nach Übernachtkultur der MC4100 bereits in der AbP befindet, während der W3110 noch 
langsam weiterwächst (Kapitel 4.1.1.). Das deutete darauf hin, dass der W3110 besser an die 
SP-Bedinungen adaptieren kann und daher vermutlich länger bei diesen Bedingungen 
überleben kann. Zudem wird die Stabilisierung von σs in MC4100 durch die vorübergehende 
Destabilisierung von σs in der ÜP verzögert (Kapitel 4.1.1.). Daher war anzunehmen, dass die 
Stressresistenz in MC4100 in der SP herabgesetzt ist. Es stellten sich also die Fragen, ob sich 
das Langzeitüberleben in beiden Stämmen unterscheidet und ob der W3110 ein besseres 
Langzeitüberleben als der MC4100 aufweist (als Indiz für ein besseres Energiemanangement).  
Dazu wurden Kulturen beider Stämme unter standardisierten Bedingungen mehrere 
Wochen lang inkubiert und die LZ in regelmäßigen Abständen bestimmt. Um sicherzustellen, 
dass die Langzeitkulturen trotz mehrfacher Probenentnahme bis zum Ende des Experiments 
nicht kontaminiert waren, wurde die Sterilität mit zwei unabhängigen Tests überprüft. Dazu 
wurden Reinkulturen auf Agarplatten isoliert. Anschließend wurden Einzelkolonien erstens 
auf 3MTM PetrifilmeTM select E. coli ausgestrichen, die selektiv E. coli nachweisen und 
zweitens parallel in eine Kolonie-PCR eingesetzt, zur Amplifikation von uidA, dem Gen, dass 
die β-Glucuronidase kodiert und das spezifisch für E. coli ist.  
4.6.1. Die Lebendzellzahl ist in W3110-Langzeitkulturen 100–1000-fach 
höher als in MC4100 
Bei 37 °C wurden Kulturen von W3110 und MC4100 14 Tage lang ohne Medienwechsel 
inkubiert. Jeden Tag wurde die LZ bestimmt. Es zeigte sich, dass die LZ periodisch schwankt. 
Das deutet darauf hin, dass durch das Absterben eines Teils der Kultur eine zusätzliche 
Nährstoff- und Energiequelle entsteht, die den lebenden Zellen kryptisches Wachstum 





Abb. 4.27: Langzeitüberlebenstest der beiden E. coli K12-Stämme W3110 und MC4100 bei 
37 °C. Kulturen der beiden E. coli K12-Stämme MC4100 und W3110 wurden in LB-Medium bei 
37 °C 14 Tage lang inkubiert. Jeden Tag wurden 10 µl entnommen und in Saline verdünnt. Dann 
wurden die Verdünnungsstufen 10-1 bis 10-7 auf LB-Platten gespottet und über Nacht im 
Wärmeschrank inkubiert. Dargestellt ist ein repräsentativer Langzeittest, das Ergebnis wurde 
reproduziert. Die Zellzahl ist in W3110 nach 14 Tagen Kulturdauer etwa 100 bis 1000-mal höher als 
in MC4100. 
Nach 14 Tagen betrug die LZ bei 37 °C in W3110 ca. 2 × 107 Zellen/ ml. Das ist 300-mal 
weniger als am ersten Tag. Die hohe LZ belegt, dass der W3110 fähig ist, längere Zeit ohne 
erneute äußere Energiezufuhr zu überleben und weist auf ein gutes Energiemanagement und/ 
oder höhere Stressresistenz hin. In MC4100 sank die LZ früher ab als in W3110 und betrug 
nach 14 Tagen nur noch ca. 7 × 104 Zellen/ ml. Das ist ca. 40.000-mal weniger als an Tag 1 
und ca. 300-mal weniger als nach 14 Tagen in W3110. Das zeigt, dass das 
Energiemanagement in MC4100 deutlich schlechter ist als in W3110. 
Die Sterilkontrollen bestätigten, dass die Kulturen bis zum Ende des Experiments 
steril waren (Daten nicht gezeigt). 
Bei 28 °C wurde das Langzeitüberleben 24 Tage lang untersucht. Die LZ nahm, 






































Abb. 4.28: Langzeitüberlebenstest der beiden E. coli K12-Stämme W3110 und MC4100 bei 
28 °C. Kulturen beider Stämme wurden in LB-Medium bei 28 °C 24 Tage lang inkubiert. An 
ausgewählten Tagen wurden 10 µl entnommen und in Saline verdünnt. Dann wurden die 
Verdünnungsstufen 10-1 bis 10-7 auf LB-Platten gespottet und über Nacht im Wärmeschrank inkubiert.  
Dargestellt ist ein repräsentativer Langzeittest, das Ergebnis wurde reproduziert. Die Zellzahl ist in 
W3110 nach 24 Tagen Kulturdauer etwa 100 bis 1000-mal höher als in MC4100.  
Nach 24 Tagen war die LZ bei 28 °C in W3110 etwa 100-fach höher als in MC4100 
(Abb. 4.28). Die Steriltests nach Beendigung der Experimente bestätigten die Sterilität der 
Kulturen (Daten nicht gezeigt). Beim Vergleich beider Temperaturen (Tag 1–14) fällt auf, 
dass sich in W3110 die LZ bei beiden Temperaturen kaum voneinander unterscheidet. In 
MC4100 gibt es dagegen große Unterschiede. Während in MC4100 bei 37 °C nach 14 Tagen 
bereits viele Zellen gestorben sind, sind die Zellen bei 28 °C noch im kryptischen Wachstum 
und wachsen gerade wieder hoch. Das zeigt, dass der MC4100 bei 28 °C mehr 
Energiereserven hat als bei 37 °C.  
Zusammengefasst zeigen die Ergebnisse zum Langzeitüberleben folgendes: (i) Das 
Langzeitüberleben ist bei beiden Temperaturen in W3110 besser als in MC4100. Das weist 
auf eine bessere Stressresistenz des W3110 hin. (ii) In MC4100 ist das Langzeitüberleben bei 
28 °C besser als bei 37 °C. Das weist darauf hin, dass dieser Stamm bei 28 °C schonender mit 
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Die zentrale Fragestellung dieser Arbeit war, wie und wodurch σs im Verlauf des 
Wachstumszyklus in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 stabilisiert wird. 
Da RssB-P während des proteolytischen Zyklus von σs nicht dephosphoryliert wird 
(Kanow-Scheel, 2008), kann die extrem schnelle Stabilisierung von σs bei Stress nicht durch 
Modulierung der RssB-Aktivität via Phosphordonorlimitierung erreicht werden. Zwar könnte 
es eine spezielle, aktivierbare Phosphatase für RssB geben, dafür gibt es aber keine Evidenz. 
Bei permanenter Phosphorylierung von RssB-P muss daher ein Mechanismus gefordert 
werden, der es ermöglicht, mindestens eine Komponente der σs-Proteolyse zu inaktivieren, 
damit σs stabilisiert und die generelle Stressantwort ausgelöst werden kann. Die 
in vivo-Ergebnisse in dieser Arbeit bestätigen die zentrale Rolle von RssB bei der 
Stabilisierung von σs und zeigen, dass die Proteolysekapazität des ClpXP-Systems für σs im 
Verlauf des Wachtsumszyklus durch den geringen RssB-P-Gehalt limitiert wird. Die 
Bestimmung des σs-Gehalts offenbarte einen massiven Anstieg von σs in der SP, wodurch die 
Expression von RssB austitriert wird. Zusammen mit dem zunehmenden Phosphordonor-
entzug sinkt der Gehalt an RssB-P in der SP immer weiter ab, sodass die σs-Proteolyse 
inhibiert wird. Ergänzend sinkt der ATP-Gehalt in der SP so weit ab, dass dieser dann zu 
niedrig ist, um den großen σs-Pool weiterhin durch ClpXP zu binden, zu entfalten und zu 
degradieren.  
Der Vergleich der beiden E. coli-K12-Stämme W3110 und MC4100 offenbarte große 
Unterschiede zwischen beiden Stämmen. In W3110 wird σs in der frühen SP zügig stabilisiert, 
sodass die generelle Stressantwort ausgelöst wird und der Stamm an die SP adaptieren kann. 
Die gute Adaptionsfähigkeit dieses Stammes bestätigte sich im besseren Langzeitüberleben, 
da der deutlich höhere σs-Gehalt in diesem Stamm eine stabile Basis für eine starke 
Stressantwort bietet. In MC4100 hingegen wird σs zu Beginn der SP nicht stabilisiert, sondern 
geht zunächst in eine zwischengeschaltete ÜP, bei der σs vorübergehend destabilisiert wird. 
Die Bestimmung des Rsd-Gehalts zeigte, dass dieser in M4100 zu diesem Zeitpunkt so 
niedrig ist, dass σ70 sehr wahrscheinlich nicht von der RNAP verdrängt werden kann. In 
Kombination mit dem geringeren (p)ppGpp-Gehalt, bedingt durch die relA-Mutation des 
MC4100, ist die Sigmafaktorkompetition von σs in diesem Stamm zu Beginn der SP sehr 
wahrscheinlich zu gering, um σs an das RNAPK zu binden. Außerdem sind der σs-Gehalt und 




weitreichende Auswirkungen, da dadurch die Adaption an die SP verzögert wird und die 
Stressresistenz herabgesetzt ist, was durch das frühere Eintreten in die AbP und das deutlich 
schlechtere Langzeitüberleben bestätigt wird. 
5.1. In ungestressten Zellen sichert der geringe RssB-P-Gehalt durch 
Limitierung der σs-Proteolyserate den basalen σs-Gehalt  
In ungestressten Zellen wird σs degradiert, indem es an RssB-P gebunden und anschließend an 
das ClpXP-Proteasesystem abgegeben wird, wo es unter ATP-Verbrauch entfaltet und 
degradiert wird (Becker et al., 1999; Klauck et al., 2001; Muffler et al., 1996b, Zhou et al., 
2001; Zhou und Gottesman, 1998). Die Inhibierung des Regulators durch Degradierung in 
Abwesenheit des Signals gibt es nicht nur bei σs, sondern z. B. auch bei σH  in E. coli und 
beim Transkriptionsaktivator ComK in Bacillus subtilis (Kirstein et al., 2009; Konovalova 
et al., 2014; Narberhaus et al., 2009). Umgekehrt ist auch die Aktivierung des Regulators 
durch Degradierung in Anwesenheit des Signals verbreitet, so z. B. beim Anti-σE-Faktor 
RseA in E. coli (Ades, 2008; Clausen et al., 2011; Kroos und Akiyama, 2013) und beim 
Repressor CtsR in B. subtilis (Kirstein et al., 2009; Konovalova et al., 2014).  
σs wird degradiert, weil einerseits genügend RssB-P- und ATP-Moleküle vorhanden 
sind und andererseits zu wenig σs-Moleküle vorhanden sind, um erfolgreich mit σ70 um 
Bindung an das RNAPK zu kompetitieren. Die Kompetitionseffizienz von σs ist deshalb 
gering, weil σs nur auf basalem Niveau exprimiert wird (Lange und Hengge-Aronis, 1994) 
und die Konzentration von Crl, (p)ppGpp, Rsd und 6-S-RNA, die das Sigmafaktor-
Kompetitionsgleichgewicht von σs und σ70 zu Gunsten von σs modulieren würden, zu niedrig 
ist (Sharma und Chatterji, 2010) (Abb. 4.10). Deshalb wird in ungestressten Zellen die 
Genexpression durch σ70 dominiert, der in höherer Konzentration als alle anderen 
Sigmafaktoren vorliegt und zudem die größte Affinität an das RNAPK hat (Jishage und 
Ishihama, 1995; Jishage et al., 1996), während σs degradiert wird (Abb. 5.1).  
In ungestressten Zellen beträgt die σs-Halbwertszeit 2–3 min und σs wird zügig 
degradiert (Abb. 4.1 und 4.2). Das ist mit früheren Pulse Chase-Experimenten konform 
(Lange und Hengge-Aronis, 1994). In MC4100 liegt der σs-Gehalt bei OD 0,5 bei 
ca. 850 σs-Molekülen/ Zelle (Abb. 4.12), die Halbwertszeit beträgt 2,75 min (Abb. 4.2) und 
der ATP-Gehalt liegt bei etwa 1,4 mM (Abb. 4.22), was etwa 840.000 ATP-Molekülen/ Zelle 




werden, zeigen diese Angaben, dass der ATP-Gehalt genügen würde, um etwa 
1700 σs-Moleküle/ Halbwertszeit zu degradieren. (ATP-Bedarf pro ClpX6 etwa                 
100–600 ATP/ min (Burton et al., 2003; Kenniston et al., 2003); ATP-Bedarf pro ClpP14 etwa 
1 ATP/ Translokationsschritt von 5-8 Aminosäuren (Aubin-Tam et al., 2011; Baker und 
Sauer, 2012; Maillard et al., 2011; Martin et al., 2008b; Shin et al., 2009)). Auch wenn ATP 
für viele Zwecke in der Zelle benötigt wird, sodass nur ein Teil für die Proteolyse zur 
Verfügung steht, legt das nahe, dass ATP die σs-Proteolyse in der LP nicht limitiert.  
Wieso werden also trotz hoher ATP-Konzentration, geringem σs-Gehalt und kurzer 
σs-Halbwertszeit nicht alle σs-Moleküle degradiert? Denkbar wäre, dass das 
ClpXP-Proteolysesystem bereits an seiner Kapazitätsgrenze arbeitet. Das ist jedoch nicht der 
Fall, denn in MC4100 liegt die maximale σs-Degradierungsrate bei                                            
1500–2000 σs-Molekülen/ 20 min und in W3110 ist sie 5–6-mal so hoch (Abb. 4.16, 4.18 und 
Tab. 4.2). Daraus muss geschlossen werden, dass das ClpXP-System prinzipiell in der Lage 
ist, 5–6-mal mehr σs-Moleküle zu degradieren, als es dies in MC4100 tut. Wieso werden also 
nicht mehr Moleküle degradiert? Substratmangel ist unwahrscheinlich, da σs ausreichend 
synthetisiert wird (Abb. 4.12, 4.18 und Tab. 4.2). Substratentzug durch Sequestrierung an der 
RNAP kann wegen der geringen Kompetitionseffizienz von σs ausgeschlossen werden. Auch 
eine zu geringe ClpXP-Konzentration kann ausgeschlossen werden, da die σs-Halbwertszeit 
sehr kurz ist (Abb. 4.3), was zeigt, dass genügend ClpXP-Moleküle vorhanden sind, um 
σs zügig zu degradieren.  
Ist RssB-P limitiert? Limitierung der σs-Proteolyse durch RssB wurde bereits von 
Pruteanu und Hengge-Aronis, 2002 und Becker et al., 2000 gezeigt, jedoch nicht in 
ungestressten Zellen. Inhibierung von RssB-P durch Sequestrierung via Ira-Proteine erscheint 
unwahrscheinlich, da diese durch spezifische Signale induziert werden (Phosphat- bzw. 
Magnesiummangel, DNA-Schäden)  (Bougdour et al., 2006 und 2008; Merrikh et al., 2009) 
und ein LP-induziertes Anti-RssB-Protein nur aus uropathogenen E. coli-Stämmen bei 
oxidativem Stress, der während einer Phagozytoseinfektion entsteht, bekannt ist (Hryckowian 
et al., 2014; Hryckowian und Welch, 2013). Auch Limitierung der RssB-Phosphordonoren 
AcP (Bouché et al., 1998) und ArcB (Mika und Hengge, 2005; Yamamoto, 2005) ist 
unwahrscheinlich, da das ArcBA-System in ungestressten Zellen nicht durch Energiemangel 
oder oxidierte Quinone inaktiviert wird (Mika und Hengge 2005) und AcP bei der guter 
Nährstofflage aus überschüssigem Acetyl-CoA gewonnen wird. Zwar konkurriert RssB mit 




dass genügend RssB-P vorhanden ist und spricht gegen Limitierung der Phosphordonoren. 
Außerdem wird RssB-P im proteolytischen Zyklus recycelt (Kanow-Scheel, 2008), sodass ein 
eventueller Engpass an Phosphordonoren überbrückt werden kann. Insgesamt kann also davon 
ausgegangen werden, dass das vorhandene RssB phosphoryliert und aktiv ist. Allerdings 
beträgt das Verhältnis von σs : RssB in der LP etwa 20 : 1 (Becker et. al., 2000). Bei 
beispielsweise 850 σs-Molekülen in MC4100 bei OD 0,5 (Abb. 4.12) können nur 
ca. 10-11 RssB-P-Moleküle/ Zelle σs binden. Das weist darauf hin, dass RssB-P bereits in der 
LP limitiert ist. Der geringe RssB-Gehalt ist durch den geringen σs-Gehalt in der LP bedingt, 
da die Expression von RssB über einen homöostatischen Feedbackzyklus σs-abhängig ist 
(Abb. 5.1). Geringer σs-Gehalt und noch geringerer RssB-Gehalt bedingen also einander und 
führen so zur Begrenzung der σs-Proteolyserate in der LP.  
 
Abb. 5.1: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
Logarithmischen Wachstumsphase in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100. σs 
wird basal exprimiert und sofort degradiert. Weitere Informationen siehe Text. (Oben) σs-Gehalt, 
geschätztes Verhältnis von σs : RssB-P und ATP-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 
und MC4100. (Unten links) RssB/ClpXP-abhängige Proteolyse von σs. (Unten rechts) Proteolyse 
und Stabilisierung von σs als Ergebnis einer komplexen Regulation durch Kompetition, Sequestrierung 





5.2. Postexponentielle Phase: σs titriert RssB-P aus; der Weg zur 
Stabilisierung von σs wird bereitet  
Wenn das Nährstoffangebot suboptimal wird, beginnt die Replikationsrate zu sinken und die 
Zellen gehen in die PP. Die schlechter werdende Nährstoffversorgung führt dazu, dass der 
ATP-Gehalt sinkt (Abb. 4.24A). Den höchsten ATP-Bedarf verursacht die Synthese von 
Makromolekülen (Fuchs, 2014). Der beginnende AS-Mangel führt via RelA/ (p)ppGpp zur 
Reduktion der Wachstumsrate und sichert so den schonenden Umgang mit den schwindenden 
ATP-Ressourcen. In W3100 sieht man deutlich, dass dieser Stamm seine  Wachstumsrate ab 
OD 1,5 reduziert (Abb 4.21), das spart ATP. MC4100 hingegen zeigt die für relA1-Mutanten 
typische erhöhte Wachstumsrate (Bergman et al., 2014). Dadurch wächst er zu lange weiter 
und verbraucht sehr viel ATP.  
In der PP liegt der ATP-Gehalt in W3110 bei 37 °C bei                                             
1,2–7,5 Millionen ATP-Molekülen/ Zelle, in MC4100 ist er etwa 10-mal niedriger (Abb. 4.22 
und 4.23). Der höhere ATP-Gehalt erlaubt dem W3110, bis zu 7-mal mehr 
σs-Moleküle/ 20 min zu degradieren und bis zu 9-mal mehr σs-Moleküle/ 20 min zu 
synthetisieren als der MC4100 (Abb. 4.16B,C, Abb. 4.20 und Tab. 4.2). Außerdem wird ATP 
in W3110 ab etwa OD 1,5 für den Betrieb von Flagellen genutzt. Der Stamm MC4100 ist eine 
flhD5301-Mutante (Komeda und Iino, 1979) und nicht motil. Das ließ zunächst vermuten, 
dass in MC4100 mehr ATP für die σs-Proteolyse durch ClpXP zur Verfügung steht. Der 
deutlich niedrigere ATP-Gehalt im Vergleich zum W3110 widerlegt das allerdings 
(Abb. 4.23A) und der σs-Abbau in der nicht motilen Mutante W3110 fliA::scar (Abb. 4.4) 
bestätigt, dass der ATP-abhängige Flagellenbetrieb nicht die Ursache für die unterschiedliche 
Stabilisierung von σs ist, denn die σs-Halbwertszeiten von Wildtyp und Mutante sind in der PP 





Abb. 5.2: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
mittleren postexponentiellen Wachstumsphase in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und 
MC4100. Zunehmende σs-Synthese führt zu einem massiven Anstieg des σs-Gehalts, dieser titriert 
RssB-P aus. Weitere Informationen siehe Text. (Oben) σs-Gehalt, geschätztes Verhältnis von 
σs : RssB-P und ATP-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 und MC4100. (Unten 
links) RssB/ClpXP-abhängige Proteolyse von σs. (Unten rechts) Proteolyse und Stabilisierung von σs 
als Ergebnis einer komplexen Regulation durch Kompetition, Sequestrierung und Titrierung. Türkise 
Kästchen: Situation in W3110. E: RNA-Polymerase. Für weitere Informationen siehe Text. Die 
Abbildung ist eine Weiterentwicklung der Abbildung aus Hengge, 2011. 
Im Verlauf der PP steigt der σs-Gehalt um das 11–13-fache an (Abb. 4.13), das ist konform 
mit den Ergebnissen von Jishage und Ishihama, 1995 und Jishage et al., 1996. Wird durch den 
starken Anstieg des σs-Gehalts die ClpXP-Protease durch ATP limitiert? Der σs-Gehalt liegt 
in W3110 in der PP bei ca. 2400–9800 σs-Molekülen/ Zelle (Abb. 4.11) und der ATP-Gehalt 
beträgt ca. 2–13 mM ATP/ Zelle, das sind etwa 1,2–7,5 Millionen ATP-Moleküle/ Zelle 
(Abb. 4.23). Bei etwa 500 ATP-Molekülen/ degradiertem σs wäre die ATP-Konzentration 
gerade ausreichend, um das vorhandene σs zu degradieren. Auch in MC4100 würde die 
ATP-Konzentration von ca. 0,9–1,4 mM ATP/ Zelle prinzipiell genügen, um die etwa       




beiden Stämmen für viele andere Prozesse wie z. B. Proteinbiosynthese und Wachstum 
benötigt, sodass eine Limitierung der ClpXP-Protease durch ATP wahrscheinlich ist. 
Die gewonnenen Daten zeigen, dass in der PP weniger σs-Moleküle abgebaut werden 
als theoretisch, basierend auf dem Substratangebot und der kurzen Zeitdauer eines 
σs-RssB-P-Markierungszyklus von 4,1 sec, möglich wären (Kap. 4.4.2). Wodurch wird die 
σs-Proteolyse limitiert? In ungestressten Zellen wird die Proteolyse durch den geringen 
σs-Gehalt limitiert, der via homöostatischen Feedbackzyklus einen sehr niedrigen 
RssB-Gehalt bedingt (Kap. 5.1). In der PP steigt der σs-Gehalt um das 11–13-fache an 
(Abb. 4.13). Da aber in dieser Wachstumsphase wegen der geringen Kometitionseffizienz von 
σs nur wenige Eσs-Komplexe entstehen und die RssB-Expression Eσs-abhängig ist, verschiebt 
sich das Verhältnis von σs : RssB von 1 : 20 in der LP (Becker et al. 2000) zu Ungunsten von 
RssB. Dadurch sinkt die Wahrscheinlichkeit, dass ein σs-Molekül von RssB-P gebunden wird. 
Der ansteigende σs-Gehalt führt also in der PP via homöostatischem Feedbackzyklus dazu, 
dass die Proteolyserate limitiert wird und σs stabiler wird (Abb. 5.2 und 5.3).  
Die nachlassende σs-Proteolyse führt dazu, dass der Anteil alter σs-Moleküle in der 
Zelle bis auf das 20-fache ansteigt (4.19B). Dadurch, und auch durch die zwar nachlassende 
aber immer noch hohe σs-Biosynthese (Abb. 4.16B und Tab. 4.2), wächst der σs-Pool immer 
stärker an, wodurch sich das Verhältnis von σs : RssB-P immer weiter verschiebt. Die 
σs-Biosynthese, das Verhältnis von σs : RssB-P, die nachlassende Proteolyseleistung und der 
σs-Gehalt bedingen also einander und beeinflussen sich gegenseitig wahrscheinlich nach 
folgendem Prinzip: Hohe σs-Biosynthese führt zur Verschiebung des Verhältnisses von 
σs : RssB-P, dadurch sinkt die Proteolyserate, der Anteil an altem σs nimmt zu und der σs-Pool 
wird größer. Dadurch verschiebt sich das Verhältnis von σs : RssB-P noch weiter, wodurch 
die Proteolyserate weiter sinkt, sodass der σs-Pool noch größer wird, wodurch sich das 
Verhältnis von σs : RssB-P noch weiter verschiebt u. s. w. Das Ergebnis ist, dass die 
σs-Proteolyse nachlässt und der σs-Pool bis zum Ende der PP so stark ansteigt, dass die 
Kompetitionseffizienz von σs im Wettbewerb mit den anderen Sigmafaktoren um die Bindung 
an das RNAPK stark zunimmt. Zum Ende der PP gibt es in W3110 
ca. 9,6 × 1010 σs-Molekülen/ µg GP, das entspricht etwa 8700 σs-Molekülen/ Zelle 
(Abb. 4.11). Parallel steigt der Gehalt des Anti-σ70-Faktors Rsd von gut 20 % in der sehr 
frühen PP auf über 90 % an (Abb. 4.10D). Dadurch wird vermehrt σ70 durch Rsd sequestriert 
(Ishihama, 1999; Jishage und Ishihama, 1998 und 1999; Mitchell et al., 2007; Österberg et al., 




sodass σs leichter an das RNAPK binden. Unterstützt wird Eσs zusätzlich durch (p)ppGpp, da 
(p)ppGpp in hoher Konzentration (Traxler et al., 2011) die RNAP empfänglicher für 
alternative Sigmafaktoren macht und die Affinität von σ70 an das RNAPK inhibiert (Jishage 
et  al., 2002; Magnusson et al., 2005; Potrykus und Cashel, 2008; Srivatsan und Wang, 2008).  
In der PP unterscheiden sich also der σs- und Rsd-Gehalt in W3110 und MC4100 und 
auch der (p)ppGpp-Gehalt, da relA-Mutanten zwar mit SpoT eine zweite (p)ppGpp-Synthase 
haben, diese wird allerdings nicht bei AS-Mangel aktiviert (Hernandez und Bremer, 1991; 
Laffler und Gallant, 1974). Welche Folgen hat das? In W3110 ist der σs-Gehalt am Ende der 
PP 9-mal höher als in MC4100 (Abb. 4.13). Zusätzlich ist der Rsd-Gehalt höher 
(Abb. 4.10C,D) und auch der (p)ppGpp-Gehalt dürfte höher sein. Dadurch steigt die 
Kompetitionseffizienz von σs in W3110 stärker an als in MC4100, sodass σs in W3110 
zunehmend an der RNAP stabilisiert werden kann (Abb. 4.3) und σs-abhängige 
Genexpression induzieren kann. Die höhere LZ in der späten PP in W3110 bestätigt den 
Beginn der σs-abhängigen Genexpression, denn sie zeigt, dass die W3110-Zellen kleiner 
geworden sind (Abb. 4.21). Das bedeutet, dass sich die Zellen bereits abrunden und dies 
geschieht unter Kontrolle von σs (Abb. 1.2). In MC4100 schwächt dagegen der niedrigere 
σs- und Rsd-Gehalt die Kompetitionseffizienz von σs im Wettbewerb mit den anderen 
Sigmafaktoren um Bindung an das RNAPK und erschwert die Auslösung der generellen 






Abb. 5.3: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
späten postexponentiellen Wachstumsphase in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und 
MC4100 bei 37 °C. In W3110 sind der σs- und Rsd-Gehalt höher als in MC4100. Das stärkt die 
Kompetition von σs in W3110, sodass σs in W3110 zunehmend an der RNA-Polymerase (E) 
stabilisiert werden kann. Weitere Informationen siehe Text. (Oben) σs-Gehalt, geschätztes Verhältnis 
von σs : RssB-P und ATP-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 und MC4100. 
(Unten links) RssB/ClpXP-abhängige Proteolyse von σs. (Unten rechts) Proteolyse und 
Stabilisierung von σs als Ergebnis einer komplexen Regulation durch Kompetition, Sequestrierung und 
Titrierung. Türkise Kästchen: Situation in W3110. Die Abbildung ist eine Weiterentwicklung der 
Abbildung aus Hengge, 2011. 
5.3.  In der frühen Stationärphase wird σs in W3110 stabilisiert, aber in 
MC4100 verstärkt degradiert 
Wenn die Maßnahmen, die in der PP zum Schutz gegen Stress getroffen wurden, nicht 
ausreichen und sich die Umweltbedingungen weiter verschlechtern, treten die Zellen in die SP 
ein (Kolter et al., 1993). In der SP herrscht meist massiver Nährstoffmangel, möglich sind 
aber auch andere Stressauslöser wie z. B. veränderte osmolare Bedingungen, Temperatur- 
oder pH-Änderungen (zur Übersicht: Navarro Llorens et al., 2010; Battesti et al. 2011 und 
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ATP-Gehalt stark ab und liegt in der frühen SP in beiden Stämmen nur noch zwischen            
3–0,7 mM ATP, das entspricht etwa 1,8–0,43 × 106 ATP-Molekülen/ Zelle (Abb. 4.22–4.24). 
Da ca. 1–5 × 1010 ATP-Moleküle/ Zellzyklus benötigt werden (Moran et al., 2010), ist der 
vorhandene ATP-Gehalt zu niedrig, um zu wachsen. Die Replikation wird also durch ATP 
limitiert.  
In der SP ändern die Zellen ihre Strategie grundlegend und wechseln vom Wachstums- 
in den Überlebensmodus (Hengge, 2011; Kolter et al., 1993). Dieser fundamentale Wechsel 
des Lebensstils wird durch umfangreiche Umstrukturierung der Genexpression via Eσs 
erreicht (Battesti et al., 2011; Hengge, 2011) und führt zur Multiresistenz der Zellen, die  
bestmögliche Überlebenschancen bietet (Abb. 1.2 und 1.3).  
5.3.1. Austitrierung von RssB, Sequestrierung von σ70 und Stärkung der   
σs-Kompetition schaffen in W3110 die Grundlage zur Stabilisierung 
von σs 
Der σs-Gehalt ist in der SP sehr hoch und liegt in W3110 bei max. 10000 σs-Molekülen/ Zelle 
(Abb. 4.11). Das ist mehr als bei Jishage et al., 1996 angegeben. Allerdings ist die zugrunde 
gelegte Zellzahl dort eine andere, da dafür Klett-Einheiten benutzt wurden, was den Nachteil 
hat, dass dabei die unterschiedliche Zellmorphologie in LP und SP nicht berücksichtigt wird. 
Die Daten in dieser Arbeit sind genauer, da für jede OD die Lebendzellzahl bestimmt wurde 
(Tab. 4.3), wodurch die unterschiedlichen Zellvolumina in LP und SP inkludiert sind. Im 
Ishihama-Labor wurde zudem mit einem japanischen W3110-Laborstamm gearbeitet (Jishage 
und Ishihama, 1997), von dem allein in Japan mindestens 11 verschiedene W3110-Linien 
existieren, die sich genetisch in die Gruppen A–E untergliedern (Jishage und Ishihama, 1997). 
Die A-Gruppe, mit der in dieser Arbeit experimentiert wurde, entspricht dem Wildtyp. Die 
B-Gruppe, mit der Jishage et al., 1996 gearbeitet haben, hat ein trunkiertes rpoS-Gen mit zwei 
Substitutionen und einem Amber-Stopcodon an Position 33 und einer zweiten, 
dahinterliegenden Translations-Initiations-Region, sodass ein trunkiertes σs translatiert wird, 
dem N-terminal 51 AS und damit die Region 4, die die Erkennung des –35-Elements 
vermittelt, fehlen (Helmann und Chamberlin, 1988; Lonetto et al., 1992; Subbarayan und 
Sarkar, 2004 und 2004a). Daher sind die Ergebnisse zum σs-Gehalt von A- und B-Gruppe des 




Limitiert der geringe ATP-Gehalt nicht nur die Replikation, sondern auch die ClpXP-
Protease? Der σs-Gehalt beträgt in W3110 in der frühen SP ca. 7700–9300 σs-Moleküle/ Zelle 
(Abb. 4.11) und der ATP-Gehalt sinkt von 3 mM auf 0,7 mM ab, dies entspricht etwa 
1.800.000–430.000 ATP-Molekülen/ Zelle (Abb. 4.22). Bei geschätzten 
500 ATP-Molekülen/ degradiertem σs ist diese ATP-Konzentration zu niedrig, um den 
vorhandenen σs-Pool zu degradieren. Die Vermutung, dass σs bei Unterschreitung einer 
bestimmten ATP-Konzentration vollständig stabil wird, konnte nicht bestätigt werden. Zwar 
deuteten die Ergebnisse bei 37 °C darauf hin, dass dieser Schwellenwert im Bereich von 
0,5 mM ATP liegt (Abb. 4.22 und 4.24C), jedoch zeigten die Ergebnisse bei 28 °C einen 
generell etwa 10-fach niedrigeren ATP-Gehalt in beiden Stämmen als bei 37 °C (Abb. 4.25 
und 4.26). De facto liegt der ATP-Gehalt bei 28 °C im Bereich von 0,03–1 mM und 
unterschreitet damit bereits in der LP und frühen PP trotz σs-Abbau den vermuteten 
Schwellenwert von 0,5 mM ATP. Daraus muss geschlossen werden, dass erstens eine 
ATP-Konzentration unter 0,5 mM ATP ClpXP nicht zwangsläufig limitiert und dass zweitens 
ATP nicht der entscheidende Regulator bei der σs-Stabilisierung ist, sondern lediglich eine 
ergänzende Rolle spielen dürfte. Das widerspricht der Aussage von Peterson et al., 2012, dass 
die σs-Proteolyse durch ATP limitiert wird. Allerdings wurde dort der ATP-Gehalt nicht 
direkt gemessen, sondern indirekt gezeigt, dass die Generierung von ATP via Glykolyse und 
Citronensäurezyklus für die σs-Proteolyse notwendig ist. Daher sind die Ergebnisse in dieser 
Arbeit aussagekräftiger, da hier der ATP-Gehalt, der noch von anderen 
Metabolismusprozessen abhängig ist, direkt bestimmt wurde. Peterson und Møller, 2000 
postulierten, dass der ATP-Pool unabhängig von der Wachstumsrate relativ gleichbleibend 
sei. Auch das kann nicht bestätigt werden und erscheint wegen des massiven 
Nährstoffmangels in der SP auch unwahrscheinlich. Zudem stimmt das in dieser Arbeit 
gefundene Absinken des ATP-Gehalts in der SP überein mit Moses und Sharp, 1972; Bagnara 
und Finch, 1973 und Franzen und Binkley, 1961, die ebenfalls zeigten, dass der ATP-Pool in 
E. coli proportional zur Wachstumsrate ist und im Verlauf des Wachstumszyklus sinkt. Ein 
ähnliches Absinken des ATP-Gehalts wurde für Salmonella typhimurium von Smith und 
Maaloe, 1964 und für Aerobacter aerogenes von Neidhardt und Fraenkel, 1961 gezeigt. 
Limitiert der geringe RssB-P-Gehalt die σs-Proteolyse? Durch den hohen σs-Gehalt in 
der SP akkumuliert neu synthetisiertes RssB via homöostatischen Feedbackzyklus, kann aber 
nicht mehr phosphoryliert werden, da in der SP immer größerer Mangel an Phosphordonoren 




und ArcB steht nicht mehr zur Verfügung (Mika und Hengge, 2005), weil durch den 
Nährstoffmangel in der SP weniger Elektronen in die Atmungskette eingehen und die 
Quinone zunehmend oxidiert werden, wodurch ArcB inaktiviert wird (Mika und Hengge, 
2005). Die Kontrolle der ArcB-Aktivität und damit der Phosphorylierung von RssB durch die 
Quinone der Atmungskette trägt daher entscheidend zur Stabilisierung von σs bei. Das ist 
nicht ungewöhnlich, da Response-Regulatoren wie RssB häufig durch Änderung des 
Phosphorylierungsstatus reguliert werden und die Regulation des Adaptors bzw. 
Antisigmafaktors durch aktive Änderung des Phosphorylierungsstatus in anderen Organismen 
konserviert ist (Desriac et al., 2013), so z. B. in Bacilli (van Schaik et al., 2005), 
Staphylococcus aureus (Engman et al., 2012; Palma and Cheung, 2001; Pané-Farré et al., 
2006; Senn et al., 2005) und L. monocytogenes (Ferreira et al., 2004; Wiedmann et al., 1998). 
Es ist allerdings nicht auszuschließen, dass es weitere, unbekannte Phosphordonoren 
für RssB gibt, da Knockouts von AcP und ArcB noch basale σs-Proteolyse erlauben 
(Mika und Hengge, 2005) und die ÜP in MC4100 zeigt, dass zumindest in diesem Stamm 
genügend Phosphordonoren zur Verfügung stehen. Außerdem erlaubt auch 
unphosphoryliertes RssB basale σs-Proteolyse (Peterson et al., 2004). Weiterhin kann RssB-P 
mehrfach in den proteolytischen Zyklus eingehen (Kanow-Scheel, 2008), sodass mittels 
Phosphordonormangel nur neu synthetisiertes RssB inaktiv gehalten werden kann. Allerdings 
deuten die Ergebnisse in Kanow-Scheel, 2008 darauf hin, dass RssB-P nicht beliebig oft σs 
binden und der Proteolyse zuführen kann, sodass wegen der kurzen Dauer eines 
RssB-P-Markierungszyklus von 4,1 sec (Kap. 4.4.2.3) anzunehmen ist, dass sich das eventuell 
noch vorhandene RssB-P nach kurzer Zeit erschöpft. 
Sind der hohe σs-Gehalt und das dadurch bedingte ungünstige Verhältnis von 
σs : RssB-P die Schlüsselregulatoren bei der Stabilisierung von σs ? In der frühen SP sinkt die 
σs-Biosynthese- und Proteolyse in W3110 (Abb. 4.1, 4.16B, 4.18 und Tab. 4.2) und der 
Gehalt an altem σs nimmt zu (Abb. 4.14). Biosynthese und Proteolyse von σs verlieren immer 
stärker an Einfluss auf die Höhe des σs-Gehalts (Abb. 4.18). Dadurch wird der σs-Pool 
stabilisiert und steigt in W3110 auf über 9000 σs-Moleküle/ Zelle an (Abb. 4.11), während 
parallel die σs-Halbwertszeit auf über 30 min ansteigt (Abb. 4.1). Der hohe σs-Gehalt zieht via 
homöostatischen Feedbackzyklus eine erhöhte Expression von RssB nach sich. Ab einer 
bestimmten Konzentration von Eσs kann aber die RssB-Synthese nicht weiter gesteigert 
werden, da der RssB-Promotor dann mit maximaler Geschwindigkeit arbeitet. Ein sehr hoher 




Verhältnisses von σs : RssB, sodass die Wahrscheinlichkeit für σs, von RssB-P gebunden zu 
werden, sinkt. Der hohe Eσs-Gehalt in der SP führt also dazu, dass σs stabiler wird. 
Dies allein genügt aber nicht, um σs vollständig zu stabilisieren, da der σs-Gehalt in 
beiden Stämmen bereits in der frühen SP sehr hoch ist und σs ist dennoch nicht vollständig 
stabil ist. Zudem beträgt die σs-Molekülzahl maximal ein Drittel von σ70 (Jishage et al., 1996) 
und σs hat von allen Sigmafaktoren die geringste Bindungsaffinität an das RNAP in vitro 
(Colland et al., 2002; Maeda et al., 2000; Nguyen et al., 1993; Tanaka et al., 1993). Das 
macht wahrscheinlich, dass erst das Zusammenspiel von Austitrierung von RssB-P, Erhöhung 
der σs-Kompetition und Sequestrierung von σ70 zur vollständigen Stabilisierung von σs führt. 
Um die Kompetitionseffizienz von σs im Wettbewerb mit den anderen Sigmafaktoren um 
Bindung an das RNAPK zu erhöhen, muss vermutlich σ70 zunächst aktiv von der RNAP 
verdrängt werden und σs außerdem bei der Bindung an das RNAPK unterstützt werden. Dafür 
spricht, dass der Gehalt des Anti-σ70-Faktors Rsd (Jishage und Ishihama, 1998; Piper et al., 
2009) in beiden Stämmen erst bei einer OD über 4,0 maximal wird (Abb. 4.10).  
Zusammengefasst führt der sehr hohe σs-Gehalt in W3110 zur Austitrierung der 
RssB-Expression und damit zur Stabilisierung von σs, sodass eine effiziente Umschaltung des 
Transkriptoms auf σs-abhängige Gene und damit die Adaption an die SP möglich werden 
(Abb. 5.4). Auch wenn der hohe σs-Gehalt in W3110 zunächst überrascht, da er nicht den 
Daten von Jishage und Ishihama, 1996 entspricht und auch bezweifeln lässt, dass der 
σs-Gehalt nur maximal ein Drittel von σ70 beträgt (Ishihama, 2000; Maeda et al., 2000), macht 
er Sinn, da die Affinität von σs für das RNAPK geringer ist als die von σ70 (Maeda et al., 
2000), sodass die hohe σs-Molekülzahl dafür sorgt, dass das Kompetitionsgleichgewicht von 
σs im Wettbewerb mit den anderen Sigmafaktoren um Bindung an das RNAPK auf Seiten von 
σs liegt. Durch die Überschwemmung der Zelle mit σs wird indirekt die Bindung der anderen 
Sigmafaktoren an das RNAPK reprimiert und so die Auslösung der lebenswichtigen 
generellen Stressantwort gesichert. Weiterhin spricht dafür, dass Klumpp und Hwa, 2008 
mittels Modellierung fanden, dass die Anzahl der gesamten RNAP-Moleküle im Verlauf des 
Wachstusmzyklus um das etwa 8-fache ansteigt auf ca. 10000 RNAP-Moleküle/ Zelle 
(Klumpp und Hwa, 2008). In Mauri und Klumpp, 2014 wurde sogar von 
11400 RNAP-Molekülen/ Zelle ausgegangen und von 0–20.000 alternativen Sigmafaktor-
Molekülen/ Zelle. Das passt zu dem in dieser Arbeit gefundenen hohen σs-Gehalt. Außerdem 
ist σs während der Transkriptionselongation am RNAPK sequestriert und wird erst nach 




Genexpression durch σs dominiert und viele Eσs-Transkriptionsereignisse parallel stattfinden, 
sinkt durch die Sequestrierung von σs an der RNAP der Gehalt an freiem σs. Weiterhin spricht 
dafür, dass Ganguly und Chatterji, 2012 zeigten, dass die relative Bindungsaffinität von σ70 
und σs für das RNAPK temperaturabhängig ist und sich mit steigender Temperatur zu 
Gunsten von Eσs verschiebt. Sie fanden, dass bei 30–35 °C für die relative Bindungsaffinität 
Eσ70 > Eσs gilt, während bei 40 °C Eσs > Eσ70 gilt (Ganguly und Chatterji, 2012). Möglicher 
Weise liegt das an den Sequenzunterschieden zwischen beiden Sigmafaktoren, die dazu 
führen, dass σs unter suboptimalen Bedingungen besser an das RNAPK binden kann als σ70 
(Gruber et al., 2003; Sharp et al., 1999). Zudem ist bekannt, dass σ70 relativ thermolabil ist. 
 
 
Abb. 5.4: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
frühen Stationärphase in W3110 (bei 37 °C, vor vollständiger Stabilisierung von σs). Hoher 
σs-Gehalt, Austitrierung der Expression von RssB, Sequestrierung von σ70 und steigende 
σs-Kompetitionseffizienz schaffen die Grundlage für die Stabiliserung von σs an der RNA-Polymerase 
(E). Weitere Informationen siehe Text. (Oben) σs-Gehalt, geschätztes Verhältnis von σs : RssB-P und 
ATP-Gehalt im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 und MC4100. (Unten links) 
RssB/ ClpXP-abhängige Proteolyse von σs. (Unten rechts) Proteolyse und Stabilisierung von σs als 
Ergebnis einer komplexen Regulation durch Kompetition, Sequestrierung und Titrierung. Die 
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5.3.2. Der geringe σs- und Rsd-Gehalt und der erhöhte ATP-Gehalt 
verhindern in MC4100 in der Übergangsphase die Stabilisierung 
von σs 
Eine ganz andere Situation zeigt sich zu Beginn der SP in MC4100 bei 37 °C. 
Nachdem bis zum Ende der PP der σs-Gehalt auf etwa 1750 σs-Moleküle/ Zelle angewachsen 
ist (Abb. 4.12), die σs-Halbwertszeit auf 16 min (Abb. 4.2), der relative Rsd-Gehalt auf 25 % 
des Maximums gestiegen ist (Abb. 4.10) und der ATP-Gehalt auf 0,9 mM gesunken ist 
(Abb. 4.23), wird mit Eintritt der Zellen in die SP der Kurs zur Stabilisierung von σs nicht 
fortgesetzt, sondern es kommt unerwartet zur Destabilisierung von σs in einer ÜP, bei der 
innerhalb kurzer Zeit die σs-Halbwertszeit um das 2–3-fache sinkt (Abb. 4.2). Solch 
zweiphasige Stabilisierung erinnert an diauxisches Wachstum, bei dem σs ebenfalls 
zweiphasig stabilisiert wird (Fischer et al., 1998). Trotzdem erstaunt die Destabilisierung von 
σs zu Beginn der SP, weil die Stabilisierung von σs am RNAPK zu Beginn der SP zur 
Auslösung der generellen Stressantwort benötigt wird.  
In MC4100 sind im Vergleich zu W3110 bei 37 °C der σs-Gehalt (Abb. 4.3), der 
Rsd-Gehalt (Abb. 4.10) und der (p)ppGpp-Gehalt (Bergman et al., 2014) niedriger. Daher 
haben die wenigen σs-Moleküle wahrscheinlich nur eine geringe Chance, an das RNAPK zu 
binden. Weil σ70 von allen Sigmafaktoren in höchster Konzentration vorliegt (Jishage et al., 
1996) und außerdem die größte Affinität an das RNAPK hat (Colland et al, 2002; Maeda 
et al., 2000; Nguyen et al., 1993; Tanaka et al., 1993), ist wahrscheinlich, dass σs in der 
Kompetition mit σ70 um das RNAPK unterliegt. Das σs-Bindungsgleichgewicht dürfte daher 
in MC4100 auf Seiten von RssB-P liegen, während es in W3110 zunehmend auf Seiten des 
RNAPK liegt.  
Ein hoher Rsd-Gehalt allein, gepaart mit hohem σs-Gehalt, ist jedoch nicht 
ausreichend, um σs an der RNAP zu stabilisieren, da σs in W3110 bei 28 °C ebenfalls 
zweiphasig stabilisiert wird und hier der relative Rsd-Gehalt zu Beginn der ÜP bereits über 
90 % beträgt und auch der σs-Gehalt sehr hoch ist (Anja Richter, unpubliziert). Allerdings 
wird die ÜP hier schon in der PP ausgelöst, in der FliZ Eσs
 
inhibiert, indem es im 
Promotorbereich von σs-abhängigen Genen bindet und Eσs inhibiert, während es gleichzeitig 
die Expression σF-abhängiger Gene aktiviert (Pesavento und Hengge, 2012; Pesavento et al., 
2008). Das macht wahrscheinlich, dass bei 28 °C die Sequestrierung von σ70 via Rsd in der 




und legt nahe, dass erst das Zusammenspiel von Sequestrierung von σ70, gezielter Stärkung 
der σs-Kompetitionseffizienz um das RNAPK und Inhibierung des Anti-σs-Faktors FliZ die 
Stabilisierung von σs an das RNAPK in diesem Stamm ermöglichen. Darüber hinaus zeigt es, 
dass die ÜP nicht genetisch bedingt ist.  
Zu Beginn der ÜP steigt der ATP-Gehalt in MC4100 bei 37 °C von 0,9 auf 
3,0 mM ATP (Abb. 4.23), das entspricht einem Anstieg von ca. 500.000 auf 
ca. 1,1 Millionen ATP-Moleküle/ Zelle. (Abb. 4.13). Dadurch steht plötzlich wieder mehr 
Energie für die ATP-intensive Proteolyse von σs zur Verfügung (Abb 4.26 und 4.27C). Solch 
kurzfristiger Anstieg des ATP-Gehalts in der frühen SP wurde bereits von Buckstein et al., 
2008 beschrieben. Dieser Anstieg könnte durch die relA1- und flhD5301-Mutation in 
MC4100 verursacht sein (Durfee et al., 2008; Komeda und Iino, 1979; Metzger et al., 1989). 
RelA synthetisiert in W3110 unter ATP-Verbrauch (p)ppGpp. Da (p)ppGpp mit Beginn der 
SP akkumuliert, steigt der ATP-Bedarf in W3110. FlhD bildet zusammen mit FlhC den 
Masterregulator der Flagellensynthese FlhDC und die Rotation der Flagellen ist ATP intensiv. 
Da der MC4100 weniger (p)ppGpp synthetisiert und nicht motil ist, spart er also ATP ein, 
zusätzlich wirkt zu Beginn der SP die geringere Lebendzellzahl in MC4100 stabilisierend auf 
den ATP-Gehalt (Abb. 4.24B). Beides könnte den kurzen Anstieg des ATP-Gehalts erklären. 
Der höhere ATP-Gehalt (Abb. 4.24C) schafft, in Kombination mit dem niedrigeren σs-Gehalt 
im Vergleich zum W3110 (Abb. 4.13), in MC4100 die energetische Grundlage für die ÜP, da 
so genügend ATP vorhanden ist, um die im Vergleich zum W3110 wenigen vorhandenen 
σs-Moleküle zu degradieren.  
Zusammengefasst legen die Ergebnisse nahe, dass in MC4100 zu Beginn der SP Rsd 
σ70 nicht sequestrieren kann und daher σs in der Sigmafaktorkompetition um Bindung an das  
RNAPK unterliegt, sodass σs weiter als Proteolysesubstrat zur Verfügung steht. Zusammen 
mit dem Anstieg des ATP-Gehalts bei gleichzeitig niedrigem σs-Gehalt wird die ClpXP-
abhängige Degradierung von σs wieder mit größerer Effizienz möglich. Die vorübergehende 
Destabilisierung von σs in der ÜP hat weitreichende Folgen für den MC4100, da die generelle 
Stressantwort in diesem Stamm dadurch verspätet ausgelöst wird. Das zeigt sich im deutlich 






Abb. 5.5: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
frühen Stationärphase in MC4100 bei 37 °C (vor vollständiger Stabilisierung von σs). Geringer 
σs- und Rsd-Gehalt im Vergleich zu W3110 schwächen in MC4100 die σs-Kompetitionseffizienz und 
verhindern die Stabilisierung an der RNA-Polymerase (E). Ein kurzfristiger Anstieg des ATP-Gehalts 
führt stattdessen vorrübergehend zur Destabilisierung von σs. Weitere Informationen siehe Text. 
(Oben) σs-Gehalt, geschätztes Verhältnis von σs : RssB-P und ATP-Gehalt im Verlauf des 
Wachstumszyklus von W3110 und MC4100. (Unten links) RssB/ClpXP-abhängige Proteolyse von σs. 
(Unten rechts) Proteolyse und Stabilisierung von σs als Ergebnis einer komplexen Regulation durch 
Kompetition, Sequestrierung und Titrierung. E: RNA-Polymerase. Die Abbildung ist eine 
Weiterentwicklung der Abbildung aus Hengge, 2011. 
5.4. Hoher σs-Gehalt, Austitrierung von RssB und Limitierung von ATP 
führen in der Stationärphase zur vollständigen Stabilisierung von σs 
Im Verlauf der SP wird σs vollständig stabilisiert (σs-Halbwertszeit > 60 min), sodass σs die 
Kontrolle über die Genexpression übernehmen kann (Abb. 4.1, 4.2, 4.5 und 4.7). An der 
Schwelle zur vollständigen Stabilisierung von σs liegt der ATP-Gehalt in W3110 bei 37 °C 
bei ca. 0,5 mM ATP (Abb. 4.22), dies entspricht etwa 330.000 ATP-Moleküle/ Zelle, und der 
σs-Gehalt beträgt etwa 10.000 σs-Moleküle/ Zelle (Abb. 4.11). Da mehrere hundert 




viel zu niedrig, um den übergroßen σs-Pool in nennenswerter Weise zu degradieren. Der 
ATP-Gehalt sinkt in der SP, weil durch den massiven Nährstoffmangel weniger Elektronen 
für den Protonengradienten gewonnen werden und folglich weniger ATP durch die 
ATP-Synthase generiert werden kann. ATP-Limitation kann die σs-Proteolyserate an 
mehreren Stellen begrenzen: Zum Einen könnte σs nicht mehr an ClpX gebunden werden 
(Martin et al., 2008a), sodass die RssB-P-σs-Komplexe akkumulieren. Weiterhin kann der 
Transport durch ClpX (Martin et al., 2008) oder die Substratentfaltung (Singh et al., 2000; 
Thibault et al., 2006) inhibiert sein, sodasss die Rückfaltungsreaktion von σs dann schneller 
ist als die Entfaltungsreaktion. Dies hätte zur Folge, dass σs die ClpX-Pore verstopft. Auch die 
Translokation durch ClpP14 und die ATP-abhängige Hydrolyse der Peptidbindungen (Arribas 
und Castano, 1993; Gottesman et al., 1993; Wang et al., 1997; Wojtkoviak et al., 1993) 
können durch ATP-Mangel inhibiert sein. Der geringe ATP-Gehalt in der SP ist konform mit 
Peterson et al., 2012, die zeigten, dass in vitro mindestens 0,1 mM ATP für die Proteolyse 
benötigt werden, allerdings betrug hier das Verhältnis von σs : RssB-P 50 : 1 und entspricht 
damit nicht dem realen Verhältnis in der SP (Becker et al., 2000).  
Ähnlich verhält es sich in MC4100. Hier beträgt der σs-Gehalt etwa 
1700 σs-Moleküle/ Zelle (Abb. 4.12)  und der ATP-Gehalt liegt bei ca. 0,3 mM ATP 
(Abb. 4.23), dies entspricht etwa 120.000 ATP-Molekülen/ Zelle. Auch hier ist der 
ATP-Gehalt zu niedrig, um größere Mengen σs zu degradieren. Der hohe σs-Gehalt führt also 
bei geringem ATP-Gehalt zur Stabilisierung von σs. Das ist konform mit Peterson et al., 2012, 
die indirekt zeigten, dass ATP die σs-Proteolyserate limitiert, ebenso mit Kwon et al., 2010, 
die zeigten, dass der ATP-Gehalt bei Phosphatmangel sinkt.  
Gleichzeitig wird durch den sehr hohen σs-Gehalt die Expression von RssB austitriert. 
Dadurch verschiebt sich das Verhältnis von σs : RssB-P so stark, dass vergleichsweise wenige 
RssB-Moleküle zur Degradierung des mehrere tausende Moleküle umfassenden σs-Pools zur 
Verfügung stehen. Hinzu kommt, dass die RssB-Phosphordonoren AcP und ArcB stehen 
(Bouché et al., 1998; Mika und Hengge, 2005; Yamamoto, 2005) nicht mehr zur Verfügung 
stehen, sodass neu synthetisiertes RssB nicht mehr phosphoryliert werden kann. Der Hunger 
in der SP bremst also die σs-Proteolyserate nicht nur durch ATP-Mangel aus, sondern auch 
entscheidend durch Inaktivierung des RssB-Phosphordonors ArcB (durch Inaktivierung durch 
oxidierte Chinone). Da das noch vorhandene RssB-P in vitro nicht beliebig oft im 
proteolytischen Zyklus recycelt werden kann (Kanow-Scheel, 2008), ist anzunehmen, dass 




Proteolyse zum Erliegen kommt. In in vitro-Degradierungsassays mit mehrfacher Initiierung 
der σs-Proteolyse (durch mehrmalige Zugabe von σs bei einmaliger Zugabe von RssB-P zum 
Start des Experiments) bleibt σs nach einigen Zyklen stabil und weder die Zugabe von ClpX, 
ClpP, ATP noch AcP konnte die σs-Proteolyse wieder initiieren (Daten nicht gezeigt). Nach 
der Stabilisierung von σs konnte der RssB-P-σs-Komplex nachgewiesen werden 
(Kanow-Scheel, 2008). Das weist auf eine strukturelle Veränderung von RssB-P oder σs hin, 
sodass der Komplex aggregiert und die Abgabe von σs verhindert wird. Micevski et al., 2015 
publizierten kürzlich ein Modell, in dem ebenfalls strukturelle Unterschiede von aktivem und 
inaktivem RssB angenommen werden (dimerähnlicher inaktiver Zustand von RssB und 
monomerähnlicher aktiver Zustand von RssB), allerdings gehen sie davon aus, dass die 
RssB-Struktur bereits vor Bindung an σs die Bindungsaffinität beeinflusst. Denkbar ist 
außerdem, dass RssB-P zwar σs binden kann aber nicht mehr richtig entfaltet oder dass die 
Rückfaltung schneller ist als die Entfaltung, sodass σs nicht mehr an ClpX abgegeben werden 
kann.  
Weiterhin ist in der SP eine Konkurrenzsituation von verschiedenen 
Proteolysesubstraten um ClpXP denkbar. Der σs-RssB-P-Komplex konkurriert mit anderen 
Substraten um Bindung an ClpXP. Viele putative Clp-Substrate sind  stationärphaseninduziert 
(Flynn et al., 2003) und ClpXP dient außerdem als Chaperon bei Hitzeschock und degradiert 
missgefaltete oder oxidierte Proteine, die in der SP vermehrt anfallen (Fredriksson et al., 
2007). Diese Substrate könnten daher in der SP ClpXP blockieren.  
Zusammengefasst drosseln also in der SP der geringe Gehalt an RssB-P und ATP die 
Proteolyse so stark, dass diese zum Erliegen kommt (Abb. 5.6). Dieses Erliegen ist kein 
absoluter Zustand, denn in Übernachtkulturen sinkt der σs-Gehalt (Abb. 4.13), was zeigt, dass 
σs noch in sehr geringem Maße abgebaut werden kann. Das weist auf einen unbekannten 
Phosphordonor hin, der auch schon von Mika und Hengge, 2005 vermutet wurde. Daneben 
bindet auch RssB mit geringer Affinität σs, (Peterson et al., 2004), sodass auch dies die basale 
Proteolyseaktivität erklären könnte. Interessanter Weise wird in beiden Stämmen trotz sehr 
unterschiedlichem σs-Gehalt etwa 1/5 des σs-Pools über Nacht abgebaut (Kap. 4.4.1.), was 
darauf hinweist, dass die regulatorischen Prinzipien, die zur Stabilisierung von σs führen, in 






Abb. 5.6: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
späten Stationärphase in den E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100 bei 37 °C, (nach 
vollständiger Stabilisierung von σs). Hoher σs-Gehalt und Titrierung von RssB-P führen zusammen mit 
ATP-Limitierung zum Zusammenbruch der Proteolyse. Akkumulation von Crl-, Rsd- und ppGpp 
erleichtert bei hohem σs-Gehalt die Stabilisierung von σs an der RNA-Polmyerase (E). Für weitere 
Informationen siehe Text. (Oben) σs-Gehalt, geschätztes Verhältnis von σs : RssB-P und ATP-Gehalt 
im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 und MC4100. (Unten links) RssB/ClpXP-abhängige 
Proteolyse von σs. (Unten rechts) Proteolyse und Stabilisierung von σs als Ergebnis einer komplexen 
Regulation durch Kompetition, Sequestrierung und Titrierung. E: RNA-Polymerase. Die Abbildung ist 
eine Weiterentwicklung der Abbildung aus Hengge, 2011. 
Der hohe σs-Gehalt in der SP führt, zusammen mit (p)ppGpp, Rsd und Crl, die die Bindung 
von σs an das RNAPK fördern, zur Umstrukturierung der Genexpression. Durch die 
Austitrierung von RssB-P kompetiert dieses nicht länger mit dem RNAPK um σs, sodass das 
Kompetitionsgleichgewicht nun auf Seiten des RNAPK liegt (Abb. 5.6). Da durch den hohen 
Rsd-Gehalt (Abb. 4.10) und (p)ppGpp-Gehalt σ70 sequestriert wird (Jishage und Ishihama, 
1998; Jishage et al., 2002; Mitchell et al., 2007; Patikoglou et al., 2007), zusätzlich der sehr 
hohe (p)ppGpp-Gehalt die Bindung alternativer Sigmafaktoren an das RNAPK erleichtert 




außerdem Crl akkumuliert (Abb. 4.10) und als Transkriptionsfaktor an σs an E137 in Domäne 
2 (Banta et al., 2013) bindet und dessen Konformation so verändert, dass σs leichter an das 
RNAPK binden kann (Banta et al. 2013 und 2014; Bougdour et al., 2004; Cavaliere et al. 
2014; England et al., 2008; Pratt und Silhavy, 1998; Typas et al., 2007a), kann σs nun an der 
RNAP stabilisiert werden. Dies verändert die Promotorselektivität der RNAP und führt zur 
Erkennung von Promotoren σs-abhängiger Gene und und damit zur Expression des großen 
σs-Regulons. Infolgedessen wird die generelle Stressantwort ausgelöst und so die Grundlage 
für das Überleben in der SP geschaffen. Da der σs-Gehalt in W3110 bei 37 °C deutlich höher 
ist als in MC4100 (Abb. 4.13), ist die Stressantwort in diesem Stamm stärker ausgeprägt als in 
MC4100, was sich im besseren Langzeitüberleben im Vergleich zum MC4100 zeigt 
(Abb. 4.27).  
5.5. In der Absterbephase ist die σs-Proteolyse energetisch nicht möglich 
Wenn die lebensfeindlichen Bedingungen in der SP länger anhalten, beginnen die Zellen zu 
verhungern und gehen in die AbP. Der Eintritt in die AbP kann sehr lange dauern, es wurde 
mehrfach gezeigt, dass E. coli-Zellen lange ohne Nährstoffe überleben können (Finkel, 2006; 
Finkel und Kolter, 1999; Zambrano et al., 1993; Zinser und Kolter, 2004).  
In der AbP sterben die Zellen nicht kontinuierlich ab, sondern wachsen kryptisch, da 
durch lysierende Zellen Nährstoffe freigesetzt werden, die den noch lebenden Zellen als 
Nahrungsquelle dienen. Das führt zum zyklischen An- und Abstieg der LZ und sorgt dafür, 
dass die Zellen lange überleben können (Finkel, 2006; Kolter et al., 1993; Navarro Llorens 
et al., 2010; Zambrano und Kolter, 1996). Einige Zellen können dadurch länger als andere 
Zellen desselben Stammes überleben, weil sich in der AbP die Mutationsrate drastisch erhöht, 
sodass Subpopulationen entstehen (Finkel, 2006; Finkel und Kolter, 1999; Gay, 1935; Kram 
und Finkel, 2014; Zinser und Kolter, 2000 und 2004; Zambrano et al., 1993; Zinser et al., 
2003). Andere Zellen können dies, weil sie bereits vorher das Wachstum einstellen, in einen 
Ruhezustand übergehen und zu Persisterzellen werden. Solche Persisterzellen wurden zuerst 
in Staphylococcus aureus beobachtet (Bigger, 1944) und seitdem in vielen Organismen 
gefunden, z. B. in Pseudomonas aeruginosa (Forte Giacobone und Oppezzo, 2014; Möker 
et al., 2010), Acinetobacter Baumanii (Barth et al., 2013) und in Mycobacterium spp. (Grant 
et al., 2012). In diesen Pathogenen sind Persisterzellen ein Grund, weshalb durch Antibiotika 




In der AbP bricht der Protonengradient zusammen, weil keine Elektronen aus 
Kohlenstoffquellen generiert werden können. Daher ist keine weitere  Erzeugung von ATP 
möglich. In Übernachtkulturen beträgt der ATP-Gehalt in MC4100 ca. 0,007 mM ATP, das 
sind ca. 2500 ATP-Moleküle/ Zelle, die sich ohne erneute Generierung von ATP schnell 
verbrauchen dürften. Ohne ATP sind zelluläre Prozesse wie Transport, Biosynthese von 
Makromolekülen, Proteolyse u. s. w. nicht mehr möglich, sodass die Zellen nur passiv 
verharren können, unfähig, etwas zu verändern (Abb. 5.7).  
Die rpoS-Transkription wird jetzt durch MqsA inhibiert, das als Teil eines Toxin-
Antitoxin-Systems die Zelllyse auslöst (Landini et al., 2014; Wang et al., 2011).  
In Übernachtkulturen bei 37 °C befinden sich MC4100-Zellen bereits in der AbP,  
während W3110-Zellen noch in der SP sind und langsam weiterwachsen (Abb. 4.3 und 
4.23A). Folglich sind W3110-Zellen in Langzeitkulturen auch deutlich überlebensfähiger als 
MC4100-Zellen (Abb. 4.27 und 4.28). Der frühere Eintritt des MC4100 in die AbP ist das 
Ergebnis des ressourcenintensiven Lebensstils. MC4100-Zellen haben, typisch für 
relA1-Mutanten, eine erhöhte Wachstumsrate (Bergman et al., 2014) und betreiben in der SP, 
insbesondere in der ÜP, noch lange Biosynthese von Makromolekülen und Zellwachstum 
(Abb. 4.3 und 4.21A), wodurch sie zu spät vom Wachstums- in den Überlebensmodus 
wechseln, was zu Lasten der ATP-Ressourcen geht. Das zeigt sich bei 37 °C im geringeren 
ATP-Gehalt und führt zum schlechteren Langzeitüberleben im Vergleich zum W3110 
(Abb. 4.24A und 4.27). Der niedrigere σs-Gehalt in MC4100 im Vergleich zum W3110 sowie 
der geringere Rsd- und (p)ppGpp-Gehalt in der späten PP und frühen SP schwächen in 
MC4100 die Kompetition von σs um das RNAPK in diesem Zeitraum derart, dass die Zellen 
erst sehr spät σs stabilisieren und via Eσs die generelle Stressantwort auslösen und folglich zu 
spät an die SP adaptieren (Abb. 4.10 und 4.13).  
Die W3110-Zellen verhalten sich hingegen im Verlauf des Wachtumszyklus 
ressourcenschonender, wachsen weniger stark hoch, wechseln früher in den Überlebensmodus 
und verbrauchen so weniger ATP für Replikation und Biosynthese. Das erklärt den höheren 
σs-Gehalt in diesem Stamm (Abb. 4.13) und macht nachvollziehbar, weshalb die 
approximierte maximale σs-Biosynthese- und Proteolyseleistung in diesem Stamm 6–8-mal 
höher ist als in MC4100 (Tab. 4.2, Abb. 4.18 und 4.20). Das bessere Energiemanagement im 
Verlauf des Wachstumszyklus dürfte, zusammen mit der früheren Stabilisierung von σs, 




das Langzeitüberleben in W3110 besser ausgebildet sind als in MC4100 und dass dieser 
Stamm später in die AbP eintritt (Abb. 4.27).  
 
 
Abb. 5.7: Molekulare Mechanismen der Proteolyse und Stabilisierung von RpoS (σs) in der 
Absterbephase in den beiden E. coli K12-Stämmen W3110 und MC4100. Anhaltender Energie- und 
Kohlenstoffmangel führt zum Zusammenbruch von Proteolyse und Biosynthese. Weitere 
Informationen siehe Text. (Oben) σs-Gehalt, geschätztes Verhältnis von σs : RssB-P und ATP-Gehalt 
im Verlauf des Wachstumszyklus von W3110 und MC4100. (Unten links) RssB/ ClpXP-abhängige 
Proteolyse von σs. (Unten rechts) Proteolyse und Stabilisierung von σs als Ergebnis einer komplexen 
Regulation durch Kompetition, Sequestrierung und Titrierung. E: RNA-Polymerase. Die Abbildung ist 
eine Weiterentwicklung der Abbildung aus Hengge, 2011. 
5.6. Abschlussbetrachtung: Einordnung des Themas in den größeren 
Zusammenhang 
Proteolyse als regulatorisches Mittel ist ubiquitär verbreitet und hat zwei Gründe: 
Proteinqualitätskontrolle oder Regulation spezifischer Proteine. In Eukaryonten dominiert die 




Dikic, 2005; Hershko und Chiechanover, 1998). In Pflanzen z. B. spielt das 
Ubiquitin-Proteasom-System eine entscheidende Rolle bei der Entwicklung, beim Wachstum 
und bei der Adaption an abiotischen Stress (Kurepa et al., 2008; Lyzenga und Stone, 2012; 
Smalle et al., 2003; Stone, 2014; Stone und Callis, 2007; Vierstra, 2009; Yee und Goring, 
2009). Pflanzen benutzen, anders als Bakterien, Hormone bei der Integration von Signalen 
und zur Auslösung von Stressantworten. Das Stresshormon Abscisinsäure wird durch das 
Ubiquitin-Proteasom-System reguliert, indem Ubiquitin an Abscisinsäure bindet und es so für 
den Abbau markiert (Stone, 2014). In ungestressten Zellen ist die Abscisinsäure-
Konzentration gering, da Enzyme, die für die Abscisinsäure-Biosynthese essentiell sind, 
durch das Ubiquitin-Proteasom-System degradiert werden (Raab et al., 2009; Salt et al., 
2011). In gestressten Zellen wird die Proteolyse inhibiert. Dadurch wird die Biosynthese 
aktiviert, die Hormonkonzentration steigt und die Stressantwort wird ausgelöst (Finkelstein, 
2013).  
In Prokaryonten ist die regulierte Proteolyse in Stressantworten, Pathogenese, 
Wachstums- und Differenzierungsprozesse und vieles weitere mehr involviert (Gottesman, 
2003; Gur et al., 2011; Jenal und Hengge-Aronis, 2003; Kirstein et al., 2009; Konovalova 
et al., 2014). Dazu enthalten Proteine entweder ein Degradierungssignal oder werden von 
Adaptorproteinen für den Abbau markiert (Battesti und Gottesman, 2013; Jenal und 
Hengge-Aronis, 2003; Kirstein et al., 2009). Generelle Adaptorproteine wie ClpS, das 
Proteine durch N-terminales Anhängen spezifischer AS markiert (sogenannte N-end rule) 
(Dougan et al., 2002), und SspB, das Proteine durch C-terminales Anhängen kurzer 
Sequenzen markiert (Keiler, 2008), markieren defekte Proteine, während spezifische 
Erkennungsproteine wie RssB nur wenige ausgewählte Proteine markieren. RssB ist ein 
hochspezifisches Erkennungsprotein für σs (Zhou et al., 2001; Muffler et al., 1996), das auch 
als Anti-σs-Faktor wirkt (Becker et al., 2000; Zhou und Gottesman, 1998) und durch 
Titrierung, Phosphordonoren und die Anti-RssB-Faktoren IraD, IraM und IraP (Bougdour 
et al., 2004, 2006 und 2008), die als Anti-Anti-σs-Faktoren wirken, reguliert wird. Die 
Regulation des zellulären σs-Gehalts durch Proteolyse mit Hilfe eines Anti-Sigmafaktors, der 
selbst durch Phosphorylierung und Anti-Anti-Sigmafaktoren reguliert wird, gibt es nicht nur 
in E. coli. In Salmonella z. B. wird σs ebenso wie in E. coli nach Bindung an das durch 
Phosphorylierung aktivierte Protein MviA, ein RssB-Homolog, durch ClpXP degradiert 
(Bearson et al., 1996; Moreno et al., 2000; Webb et al., 1999). Die Anti-Anti-Sigmafaktoren 




nicht aber in V. cholerae (Baharoglu et al., 2013; Merrikh et al., 2009 und 2009a). Das lässt 
darauf schließen, dass die Stabilisierung von σs in E. coli, Salmonella und Shigella bei Stress 
stringenter reguliert wird als in anderen Proteobakterien (Baharoglu et al., 2013).  
σs ist in β- und γ-Proteobakterien hochkonserviert und die Hauptstrukturelemente des 
Proteolysesystems sind in den γ-Proteobakterien konserviert. Daher verwenden viele 
γ-Proteobakterien dasselbe oder ein ähnliches Proteolysesystem für die Regulation des 
zellulären σs-Gehalts. Die Funktion von σs und das kontrollierte σs-Regulon unterscheiden 
sich aber grundlegend in den verschiedenen Organismen (Santos-Zavaleta et al., 2011). In 
vielen pathogenen Stämmen ist σs eng mit der Regulation der Virulenz verknüpft 
(Kazmierczak et al., 2005), wobei auch hier die Funktion von σs divers ist. In dem uro-
pathogenen E. coli-Stamm CFT073 akkumuliert σs in der LP bei oxidativem Stress, der 
während einer Phagozytoseinfektion entsteht, wodurch die infizierten Zellen resistent werden 
und schwieriger vom Immunsystem bekämpft werden können (Hryckowian und Welch, 2013; 
Hryckowian et al., 2014). In Pseudomomas aeruginosa ist σs u. a. in die Sekretion von 
extrazellulären Virulenzfaktoren und Toxinen involiert (Hogardt et al., 2004; Sonnleitner 
et al., 2003; Suh et al., 1999). In Salmonella induziert σs die Virulenz, indem es die Adaption 
an den niedrigen pH-Wert des Magens (Bearson et al., 1998) und die säureinduzierte 
Kreuzresistenz gegen kurze Fettsäureketten im Dünndarm auslöst (Coynault et al., 1996; Fang 
et al., 1992; Rychlik und Barrow, 2005). In V. cholerae dagegen reprimiert σs die 
Virulenzgene (Merrell et al., 2000) und kontrolliert stattdessen die „Mucosal Escape 
Response“ (Nielsen et al., 2006), die durch Aktivierung der Chemotaxis- und 
Motilitätsgenexpression (Butler und Camilli, 2005; Ringgaard et al., 2015) zur kontrollierten 
Ablösung der bis dahin sessilen Erreger aus dem Dünndarmepithel führt. Dazu inhibiert σs die 
Biofilmbildung und die Virulenzgenexpression (Miller et al., 2002; Nielsen et al., 2006; Zhu 
et al., 2002), während es in Salmonella die Biofilmbildung auf dem Lymphgewebe ermöglicht 
(Nickerson und Curtiss, 1997).  
Die verschiedenen, z. T. antagonistischen Funktionen von σs bedingen eine 
unterschiedliche zeitliche Akkumulation von σs. Anders als in den in dieser Arbeit 
untersuchten apathogenen E. coli-K12-Stämmen ist die Akkumulation von σs in pathogenen 
Stämmen davon abhängig, ob sich die Zellen im Wirt oder in der Umwelt befinden.                
σs akkumuliert im Wirt häufig schon in wachsenden Zellen, während es außerhalb des Wirts 
eine generelle Stressantwort auslöst. In Salmonella z. B. ist σs außerhalb des Wirts in der SP 




dagegen akkumuliert σs bereits in wachsenden Zellen, damit die Stressantwort gegen den 
Säurestress im Magen nach der oralen Aufnahme des Erregers möglich ist. Die Akkumulation 
von σs wird dabei, ebenso wie in E. coli, durch Erhöhung der Translationseffizienz mittels 
kleiner RNAs erreicht (Audia und Foster, 2003). Auch in dem uropathogenen E. coli-Stamm 
CFT073 akkumuliert σs bereits in wachsenden Zellen, was die Virulenz dieses Stammes 
erhöht (Hryckowian und Welch, 2013; Hryckowian et al., 2014). In V. cholerae hingegen 
akkumuliert σs erst in der SP und löst die „Mucosal Response“ aus (Nielsen et al., 2006), 
ebenso wie in Pseudomonas aeruginosa (Bertani et al., 2003; Potvin et al., 2008; Schuster 
et al., 2004; Whiteley et al., 2000), wo σs eine generelle Stressantwort generiert (Cochran 
et al., 2000; Jorgensen et al., 1999). 
Zusammengefasst ist σs ein bedeutendes Beispiel für einen hochkonservierten globalen 
Regulator, dessen Regulation durch Proteolyse mittels homologer Proteolyse-
Strukturelemente konserviert ist, dessen Funktion jedoch hoch divers ist. Das weist darauf 
hin, dass erstens die Proteolyse von σs durch dass RssB/ ClpXP-System erst in den 
γ-Proteobakterien entstanden ist, dass zweitens sich die Funktion von σs vermutlich nach 
Aufpaltung innerhalb der Proteobakterien mehrfach verändert haben könnte und dass drittens 
Bakterien in der Lage sind, die Promotorerkennung durch alternative Sigmafaktoren wie σs im 
Verlauf der Evolution zu verändern, sodass sich schrittweise das kontrollierte Regulon und 
damit der funktionale Zusammenhang von σs verändern, sodass eine Anpassung an 
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